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biological  processes  and  is  involved  in  mammalian  pulmonary  and  craniofacial 
development.    Homologs  of  human  TGFb3  have  been  identified  in  several  vertebrate 
species.  A cDNA clone of zebrafish tgfb3, consisting of a 271 bp 5’ untranslated region, 
a 1233 bp open reading frame that encodes a predicted 410 amino acid peptide, and a 527 
bp 3’ untranslated  region was  sequenced.   Using 5’  rapid amplification of cDNA ends, 
the transcription start site of this gene was determined to lie an additional 29 nucleotides 
upstream.  This gene is composed of seven exons and maps to a segment of linkage group 
17 that  is syntenic to the human TGFb3  locus on chromosome 14q24.   One stimulating 
protein  (Sp1)  and  two  TATA  binding  protein  (TBP)  transcription  factor  binding  sites 
were identified in the putative promoter segment upstream of the transcription start site. 
Comparative  alignment  analysis  revealed  a  high  degree  of  tgfb3  nucleotide  and  amino 
acid  identity between zebrafish and other species,  including a complete conservation of 
the cysteine knot  structure that  facilitates protein­protein  interaction.   Also, 9 out of 10 
amino acid residues critical for ligand/receptor binding in human TGFb3 are conserved in 
zebrafish, suggesting a high degree of functional conservation even in lower vertebrates. 
Zebrafish  tgfb3  expression  was  first  detected  in  the  notochord  (10  somite  to  high­pec 









of  the  upper  jaw  skeleton  and  lateral  part  of  the  larval  palate  was  also  absent  in  the 
morphants.  This observation is reminiscent of the cleft palate phenotype reported in the 
Tgfb3­/­  null  mice,  suggesting  that  the  role  of  TGFb3  in  palatogenesis  has  been 
conserved  throughout  vertebrate  evolution.    The  opercle  and  the  branchiostegal  rays 
which  form  the key  supportive  components  of  the  gill  chamber  of  zebrafish were  also 
reduced in the morphants, suggesting that tgfb3 is required for the proper assembly of the 
gill  chamber.  Tgfb3  also appears  to be essential  for  the proper  formation of  the  heart. 
Our studies have revealed that  loss of tgfb3 expression affects the heart field formation, 
cardiac  cone  formation,  heart  tube  elongation,  and  heart  tube  looping  in  cardiac 
morphogenesis.  Tgfb3  may  regulate  the  cardiomyocytes  population  by  limiting  the 
expansion  of  heart  field  domain  in  the  midline  via  its  effect  on  the  notochord,  and 
regulating the population of neural crest that would differentiate into cardiomyocytes. 
Our  study  has  clearly  demonstrated  that  zebrafish  can  be  a  suitable  vertebrate 
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Fig. 14  Inhibition of zebrafish tgfb3 with splice modifying Morpholino Ô 









Fig. 19  Head  structure  of  a  four­day  old  wild­type  zebrafish  larva  (WT)  and  a 
four­day old morphant larva (tgfb3 MO ) 
Fig. 20  Cartilaginous  head  skeleton  of  a  four­day  old  wild­type  zebrafish  larva 
(WT) and a four­day old morphant larva (tgfβ3 MO ) 
Fig. 21  Expression  of  cartilage  marker  sox9a  in  the  pharyngeal  arches, 






















Table 1  Known  human  diseases  that  are  associated  with  TGFb/Smad  signaling 
pathway perturbations 
Table 2  Expression  patterns  of  Tgfb3  mRNA  transcripts  and  its  protein  during 
early mouse embryogenesis 
Table 3  Zebrafish models of human disease 
Table 4  Conditions  used  for  the  synthesis  of  molecular  marker  antisense  RNA 
probe, and whole­mount in situ hybridization 



































































































































1.   Chong, S. S., Cheah, F. S. H., and Jabs, E. W. (2002) “Genes  implicated  in  lip and 
palate  development”  Chapter  3  of  Cleft  Lip  and  Palate:  From  Origin  to  Treatment 
(Wyszynski, D.F.). Oxford University Press, USA. 
2.  Cheah,  F.  S.  H.,  Jabs,  E.  W.,  and  Chong,  S.  S.  (2002).  Expression  and  functional 
analyses of zebrafish tgfb3. The American Journal of Human Genetics 71 (Supplement): 
315 (838). 
3.    Cheah,  F.  S.  H.,  Jabs,  E.  W.,  and  Chong,  S.  S.  (2005).  Genomic,  cDNA,  and 
embryonic  expression  analysis  of  zebrafish  transforming  growth  factor  beta  3  (tgfb3). 
Developmental Dynamics 232: 1021­1030. 






The  anatomy  of  the  head  forms  the  most  sophisticated  part  of  the 
vertebrate  body.   Generally,  the  skull  consists  of  two major  entities,  the  neurocranium 
and  the  viscerocranium (Wilkie and Morriss­Kay, 2001).   The neurocranium surrounds 
and  protects  the  brain  and  sensory  organs,  whereas  the  viscerocranium  forms  the  key 
skeleton  of  the  face.    Craniofacial  malformation  occurs  when  there  is  an  abnormal 
regulation  of  normally  coordinated  tissue  patterning,  cell  fate  determination,  and 
differentiation of  specific cell  types during early embryogenesis (Nuckolls et al., 1999). 
Craniofacial  anomalies  account  for  approximately  a  third  of  all  congenital  defects 
(Waheed, RM, 1998).   These anomalies  include disorders of  the skull vault, oral clefts, 
and  abnormalities  associated  with  pharyngeal  apparatus  derivatives.    The  mechanisms 
that control the epithelial­mesenchymal interactions which mediate facial outgrowth and 
morphogenesis  are  unclear.    An  understanding  of  the  regulatory  mechanisms  involved 
will  provide  us  with  the  fundamental  knowledge  about  the  genetic  control  of  normal 
human  craniofacial  development,  and  more  importantly  it  may  aid  us  in  the 
understanding on how a genetic mutation during embryogenesis can produce a particular 








et  al.,  1998).    The  outgrowth  of  these  facial  primordia  from  buds  of  undifferentiated 
mesenchyme  into  intricate  series  of  bones  and  cartilage  structures,  muscles  and  other 
tissues  that  form  the  face,  involves a  hierarchy of growth  factors and  their downstream 
transcription factors that regulate the expression of genes responsible for determining cell 
phenotypes  during  embryogenesis.  In  recent  years,  key  important  components  of  this 







The TGFb  (transforming growth  factor b) family consists of several structurally 
related,  extracellular  polypeptide  growth  factors  that  regulate  a  plethora  of  biological 
processes,  including  cell  proliferation,  recognition,  differentiation,  apoptosis,  and 
specification of developmental cell fate during embryogenesis (Shi and Massague, 2003). 
Based  on  their  sequence  similarity  and  the  specific  signalling  pathways  that  they  are 
involved in, members are classified into two major subfamilies, the TGFb/Activin/Nodal 
subfamily, and the BMP (bone morphogenetic protein)/ GDF (growth and differentiation 
factor)/  MIS  (Muellerian  inhibiting  substance)  subfamily  (Shi  and  Massague,  2003). 
Generally,  TGFb  signalling  has  a  negative  control  on  the  normal  cell  growth. 
Inactivation of this pathway can lead to tumorigenesis.  Mutations in both TGFb  family 
receptors and the Smad proteins have been identified in several tumours.  For examples, 
in most of  the human gastrointestinal cancers with microsatellites  instability,  the TGFb 
type  II  receptor  is  inactivated  by  mutation,  and  in  nearly  half  of  the  pancreatic 
carcinomas, Smad 4 is mutated (Massague, 1998). 
1.2.1.2 TGFb ligands 
Each  TGFb  ligand  monomer  consists  of  several  extended b  strands  linked  by 
three  conserved  disulfide  bonds  that  form  a  firm  “cysteine  knot”  structure  (Massague, 
1998).  The bioactive  form of TGFb  ligand  is a stable dimer  formed by hydrophobic
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interactions  between  the  monomers.    In  most  cases,  this  dimer  structure  is  further 
strengthened by the presence of an intersubunit disulfide bond.  This ligand dimer forms 
a  complex with  two  type  I  and  two  type  II  receptors.   A  family  of  proteins  known  as 
ligand traps has been shown to modulate the accessibility of the ligands to the receptors 
by  blocking  the  ligand  surfaces  that  are  required  to  interact  with  type  I  and  type  II 
receptors (Groppe et al., 2002). 
Generally,  there  are  two  distinct  modes  of  ligand­receptor  interaction  (Shi  and 
Massague, 2003).  One of the modes is exemplified by members of the BMP subfamily 
while  the other  is  represented by TGFβs and Activins  subfamily.    In  the  former mode, 
BMP ligands like BMP2 and BMP4 display a high affinity for the extracellular domains 
on the BMPR­I (type I BMP receptors) and a low affinity for the BMPR­II (type II BMP 





side  chain  of Phe85 of  BMPR­IA  interacts with  the  hydrophobic  pocket  formed  at  the 
interface  of  the  two  BMP2  monomers.    This  type  of  hydrophobic  knob­  and­  pocket 
binding  seems  to  be  essential  for  the  interactions  between BMP  ligands  and  the  type  I 
receptors.
The  latter  mode  of  ligand­receptor  interaction  is  characteristic  for  TGFβ  and 
Activin.  Both TGFβ and Activin exhibit a high affinity for type II receptors and they do 
not  interact with the  isolated type I receptors (Shi and Massague, 2003).   These  ligands
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bind  directly  to  the  ectodomain  of  the  type  II  receptor  first.    This  binding  leads  to 
subsequent  interaction  of  ligand­type  II  receptor  complex  with  type  I  receptor.    This 
results in the formation of a huge ligand­receptor complex comprising a ligand dimer and 
four  receptor molecules.   Recent  crystal  structure  of  the  human TGFβ  type  II  receptor 
ectodomain and TGFβ3 complex shows that  interaction occurs at the “fingertips” of the 
ligand dimer (Hart et al., 2002).  Each monomer of the dimeric TGFβ3 interacts with one 
receptor.    Two  symmetrically  positioned  concave  surface  areas  are  created  by  this 
interaction,  and  these  surface  areas  have  been  postulated  to  be  the  binding  site  for  the 
ectodomain of the type I receptor. 
1.2.1.3 TGFb receptors 
Members  of  TGFβ  family  signal  through  a  family  of  transmembrane  protein 
serine/threonine kinases called the TGFβ receptor family (Shi and Massague, 2003).  The 
TGFβ  receptor  family  is  classified  into  two  subfamilies,  namely  the  TβR­I  (type  I 
receptors) and the TβR­II (type II receptors) (Massague, 1998; Shi and Massague, 2003). 
There  are  12 members  found  in  the  human TGFβ  receptor  family,  of which  seven  are 
TβR­I  and  five  are  TβR­II  (Manning  et  al.,  2002)  Both  TβR­I  and  TβR­II  are 
glycoproteins  of  approximately  55  kDa  and  70  kDa,  respectively  (Massague,  1998). 
Both  types  of  receptors  consist  of  about  500  to  570  amino  acids  including  the  signal 
sequence  (Massague,  1998).   They  are  organized  sequentially  into  (a)  the  extracellular 
domain, (b) the GS domain, and (c) the kinase domain. 
Generally, the extracellular domain resembles the so­called three­finger toxin fold 
structure  (Greenwald  et  al.,  1999).  Each  finger  is  formed  by  a  pair  of  anti­parallel  β
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strands.    The  extracellular  domain  consists  of  a  relatively  short  extracellular  region,  a 
transmembrane region and a cytoplasmic juxtamembrane region (Massague, 1998).    The 
extracellular  region  comprises  of  150  amino  acids  and  is N­glycosylated.   The general 
fold of the extracellular region is determined by the presence of 10 or more cysteines in 
this  region.    On  the  other  hand,  the  transmembrane  region  and  the  cytoplasmic 
juxtamembrane region display no singular structural features except for (a) the Ser213 of 
TβR­II is phosphorylated by the receptor kinase in a ligand­independent manner and this 
phosphorylation  is  required  for  its  signalling  activity,  and  (b)  the  Ser165  in  the 
juxtamembrane  region  of  TβR­I  is  phosphorylated  by  TβR­II  in  a  ligand­dependent 
manner.    The  phosphorylation  state  of  Ser165  appears  to  selectively  modulate  the 
intensity of different TGFβ responses. 
The  GS  domain  is  an  unique  feature  of  the  TβR­I,  but  not  TβR­II  (Massague, 
1998).  This domain is a highly conserved region consists of 30 amino acids and is found 
immediately  preceding  the  protein  kinase  domain.  This  domain  has  characteristic 
SGSGSG sequence.  Ligand­induced phosphorylation of GS domain by TβR­II will lead 
to the activation of TβR­I.   A threonine or glutamine residue  is always  found to be the 
penultimate residue in the GS domain, immediately next to the kinase domain.  Mutation 
in this penultimate residue to aspartate or glutamate can result in elevated in vitro kinase 
activity  and constitutive  signalling  activity  in  the cell.   Hence,  the GS domain  forms  a 
crucial regulatory region that controls the catalytic activity of the TβR­I kinase and/or its 
interaction with the substrates. 
The kinase domain  found  in both TβR­I and TβR­II  is a typical serine/threonine 
protein  kinase  (Massague,  1998).    The  TβR­II  kinase  domain  is  capable  of
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with  the  L3  loop  of  receptor­regulated  Smad  during  signal  transduction  (Shi  and 
Massague, 2003). 
1.2.1.4 Smad proteins 
The  Drosophila  gene  product  Mad  (mothers  against  decapentaplegic)  was 
identified  as  the  first  intracellular mediator of TGFβ  signalling  (Sekelsky  et  al.,  1995). 
Subsequently, many orthologues in C.elegans and vertebrates were identified and named 
as SMADs (unification of “SMA” in C. elegans and “MAD” in Drosophila) (Derynck et 
al.,  1996;  Sekelsky  et  al.,  1995).    There  are  eight  distinct  Smad  proteins  identified  in 
human,  mouse,  and  frog  (Massague,  1998;  Shi  and Massague,  2003).    Based  on  their 
structural and functional features, SMADs are generally classified into three classes, (a) 
R­Smads  (receptor­regulated  Smads),  (b)  Co­Smads  (co­mediator  Smads),  and  (c)  I­ 
Smads (inhibitory Smads). 
Among  these  three  classes,  the  R­Smads  are  the  ones  that  are  directly 
phosphorylated  and  activated  by  TβR­I  kinase  (Massague,  1998;  Shi  and  Massague, 
2003).   Smad 1, 2, 3, 5 and 8  form the R­Smads class.   Smad 1, 5 and 8 are known to 
respond to signalling by the BMP subfamily, and Smad 2 and 3 are the mediators of the 
TGFb/Activin  subfamily.    To  date,  the  only  known member  of  the  Co­Smads  class  is 
Smad  4  (Massague,  1998).    Smad  4  associates  with  phosphorylated  R­Smads  to  form
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active  Smad  complexes.    These  active  complexes,  together  with  bound  transporter 
(importin b),  translocate  into  the  nucleus  to  activate  specific  target  genes  transcription. 
On contrary,  the  I­Smads are  a structurally divergent class of Smads  (Massague, 1998; 
Shi  and Massague,  2003)  They  are  known  to  inhibit  the TGFb  signal  transduction  by 
competing with R­Smads in binding to the phosphorylated TGFb receptors.  The I­Smads 
interaction  and  subsequent  binding  of  both E3 ubiquitin  ligases  and  the Smurfs  (Smad 




Generally,  the Smad proteins  have  highly  conserved N­terminal  and C­terminal 
domains  known  as  MH1  (MAD­homology  1)  domain  and  MH2  (MAD­homology  2) 




be  involved  in nuclear  import.    In the basal state, the MH1 domain negatively regulates 
the function of MH2 domain by physically interacting with the MH2 domain.   The MH1 
domain of I­Smads exhibits weak sequence homology with the MH1 domain of R­Smads 
and  it does  not bind  to DNA.   On  contrary,  the MH2 domain  is extensively conserved 
among  all  Smad  proteins.    It  is  about  200  amino  acids  long  and  contains  receptor 










How  is  a  specific  Smad  recognized  by  the  activated  receptor?    From  previous 
structural comparison and sequence analysis,  it has been postulated that  the basic patch 
adjacent  to the L3  loop of R­Smad  is responsible  for the binding of  the phosphorylated 
GS  region  of  the  TβR­I  (Wu  et  al.,  2000).    This  postulation  is  further  supported  from 
results  obtained  in  a  study  in which  one of  the  invariant  residues, His331  in  the  basic 




(Chen  et  al.,  1998;  Feng  and  Derynck,  1997).    In  addition,  the  presence  of  auxillary 
proteins may facilitate the recognization of R­Smads by the receptors.  For instance, both 
Smad 2 and Smad 3 can be immobilized near the cell membrane surface by SARA (Smad 













on  the Smad MH2 domain.   The phosphorylation of Smad  also  increases  its  affinity  to 
Co­Smad,  Smad  4.    The  association  of  these  two  proteins,  together  with  importin b 
protein, will translocate into the nucleus to elicit genes transcription. 
1.2.1.7 Mechanisms of TGFb signalling from cell membrane to the nucleus 
The active  form of TGFb  ligand  transduces  its  signal  by  first binding  to type  II 
receptor  serine/threonine  kinase  on  the  cell  surface.    Ligand  bound  type  II  receptor 
serine/threonine  kinase  then  recruits  and  phosphorylates  the  GS  domain  of  the  type  I 
receptor  serine/threonine  kinase.    This  leads  to  the  activation  of  the  type  I  receptor 
serine/threonine  kinase.    Activated  type  I  receptor  serine/threonine  kinase  uses  its  GS 
domain  and L45  loop  to  interact with  the  basic  pocket  and  L3  loop  of  R­Smad.   This 
results  in  the  phosphorylation  of  the  SXS  motif  at  the  C­terminal  of  R­Smad.    The 
phosphorylated  R­Smad  undergoes  homotrimerization  and  formation  of  heteromeric 
complexes  with  the  Co­Smad.    The  activated  Smad  complexes  together  with  bound 
importin b  translocate  into  the  nucleus.    Inside  the  nucleus,  the  importin b  dissociates
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from  the  complex  and  the  translocated  Smad  complexes  cooperate  with  other  nuclear 
cofactors to form an activation complex that co­operatively binds  in a precise geometry 
to  regulatory sequences of  the  target gene and  initiate transcription (Shi and Massague, 
2003).  This TGFb signal transduction can be negatively regulated by I­Smad through (i) 
competing  with  R­Smads  for  receptor  or  co­Smad  interaction  and  (ii)  targeting  the 
receptors for degradation. 
1.2.1.8 TGFb Subfamily and its isoforms 
The TGFb  subfamily has been  implicated  in numerous important physiological and 
developmental processes (Alliston et al., 2001; Cohen, 2002; Massague, 1998; Opperman 
et al., 2002).  There are three TGFb  isoforms in mammals.  They are TGFb1 (GenBank 
accession  number  BC022242),  TGFb2  (GenBank  accession  number NM_003238),  and 
TGFb3  (GenBank  accession  number  NM_003239).    All  isoforms  exhibit  very  similar 
sequence to the prototype TGFb1, particularly the active domain where the spacing of the 
seven cysteines  is most conserved  (Hinck  et al., 1996).  In mammals, TGFb1, TGFb2, 
and TGFb3 are highly conserved.   Each of  them has different binding affinities  to their 
receptors and elicits different biological effects.   For  instance, both TGFb1 and TGFb3 





Members  of  the  TGFb  are  known  to  be  involved  in  bone  remodelling.    They 
stimulate  osteoid  formation  but  inhibit  mineralization  process  (Cohen,  2003).    Latent 
TGFb is found abundantly in bone.  The latent TGFb  is a 100 kDa homodimer complex. 
It consists of mature TGFb and a precursor known as LAP (latency­associated protein). 
Two  forms  of  latent  TGFb,  one  associating  with  a  190  kDa  LTBP  (latent  TGFb 
binding protein) and the other does not, are produced by the osteoblasts (Cohen, 2003). 
The  associating LTBP  seems  to  direct  the  latent TGFb  for  storage  in  the  bone matrix. 
The  latent TGFb  can  be  released  from  the  bone matrix  by  a matrix  remodelling  agent 
known  as  plasmin,  which  acts  on  the  protease­sensitive  hinge  region  of  LTBP.    This 
cleavage releases a 130 kDa portion of the LTBP and leaves the 60 kDa amino terminal 
portion  of  LTBP  attached  to  the  matrix.    The  tethered  latent  complex  containing  the 




II and elicits downstream signalling process.   The activity and  level of active TGFb  is 
maintained  by Decorin which present  on  the  bone  extracellular matrix  surface  and  the 
circulating a2­macroglobulin. 






Perturbation  of  the  TGFb/Smad  signalling  pathway  underlies  many  human 
disorders  such  as  embryonic  anomalies,  cancer,  autoimmune  disease,  atherosclerosis, 
hypertension,  osteoporosis,  fibrotic  diseases,  hereditary  hemorrhagic  telangiectasia,  and 
Camurati­Engelmann  disease  (Cohen,  2003; Massague,  1998).  This  is  summarized  in 
Table 1. 
1.2.1.11  TGFb3,  and  its  expression  patterns  during  early  embryogenesis  and  in  adult 
tissues 
Three different forms of TGFb exist in the mouse and human, of which TGFb3 is 
known  to  play  a  distinct  role  in  development.    Human  TGFb3  gene  is  located  at 













the  lung,  and  some  muscles  (Millan  et  al.,  1991;  Pelton  et  al.,  1991;  Schmid  et  al., 





Examination  of Tgfb3 mRNA  transcripts  in  adult mouse  tissues  using Northern 














































































































































































Mouse  knockout  studies  suggest  that  Tgfb3  is  important  in  pulmonary 
development  and  palatogenesis  (Kaartinen  et  al.,  1997;  Kaartinen  et  al.,  1995; 
Proetzel et al., 1995).  It is found that all Tgfb3 homozygous (Tgfb3­/­) mutant mice 
die  shortly  after  birth  and  they  display  only  two  major  phenotypes,  abnormal 
pulmonary histopathology and cleft palate. 
1.2.1.12.1 Abnormal pulmonary histopathology 
Immediately  after  birth,  all  Tgfb3­/­  null  pup  mice  present  abnormal 
pulmonary  histopathology  (Kaartinen  et  al.,  1995).    Their  terminal  air  spaces  are 
grossly abnormal.  Their lungs have atelectic, pseudoglandular histology.  The alveoli 
are  hypoplastic,  lacked  of  alveolar  septal  formation,  and  show  mesenchymal 
thickening and hypercellularity.  These features suggest that there is a developmental 
delay in the lungs of Tgfb3­/­ null mice.  This lung phenotype also resembles the lung 
appearance  of  extremely  premature  human  infants,  who  are  at  risk  for  developing 
broncho­pulmonary  dysplasia.  In  addition,  extensive  intrapulmonary  and  pleural 
haemorrhages are observed in these null mice. 
1.2.1.12.2 Cleft palate phenotype 
Both  Alizarin  red  and  Alcian  blue  staining  performed  on  the  newborn 
knockout  mice  did  not  reveal  any  detectable  skeletal  abnormalities  except  those 
pertaining  to  the  palatal  bones  (Kaartinen  et  al.,  1995).    In  Tgfb3­/­  null  mice,  the 
palatal shelves fail to fuse, resulting in a cleft secondary palate (Kaartinen et al., 1995; 
Proetzel  et  al.,  1995).    During  palatogenesis,  Tgfb3  is  localized  in  the  epithelial 
component  of  the  vertical  palatal  shelves,  predominantly  in  the MEE  (medial  edge
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epithelium)  (Fitzpatrick  et  al.,  1990).    Its  expression  is  lost  as  the  epithelial  seam 
disrupts,  soon  after  the  palatal  shelves  fuse.    In  Tgfb3­/­  null  mice,  basement 
membrane  degradation  and  MEE  transdifferentiation  are  found  to  be  disrupted, 
leading to cleft palate (Kaartinen et al., 1997; Kaartinen et al., 1995; Proetzel  et al., 
1995). 
Subsequent  culture  analyses  performed  using  mouse  and  chick  palates 
demonstrate  that  CSPG  (chondroitin  sulphate  proteoglycan)  is  present  on  the  apical 
surface of MEE cells immediately prior to palatal shelves adhesion (Gato et al., 2002). 
This suggests that CSPG is required for palatal adhesion.  It is found that Tgfb3­/­ null 
palates  lack CSPG  on  their MEE  surface  and  addition  of  TGFb3  is  able  to  restore 
palatal  shelves  adhesion  via  the  stimulation of CSPG production  by  the MEE cells. 
This provides a direct role of TGFb3 for palatal shelves adhesion.  It has been found 
that  Tgfb3  can  also  induce  filopodia­like  structures  formation  on  the  outer  cell 
membrane of wildtype (Tgfb3+/+) mouse palatal MEE prior to adhesion (Taya et al., 
1999).   These  filopodia­like  structures are absent  in Tgfb3­/­ mouse palatal  shelves. 
When  exogenous  recombinant  TGFb3  is  added  into  culture  medium  of  Tgfb3­/­ 
mouse palatal shelves,  it can restore the fusion of these palatal shelves.   In addition, 
Tgfb3 is known to be involved in tissue remodelling during palatal fusion (Blavier et 
al.,  2001).    Tissue  remodelling  during  palatal  fusion  involves  a  combination  of 
basement membrane degradation and epithelial­mesenchymal transformation.  Studies 
have  shown  that  this  remodelling  process  is  under  the  control  of  MMPs  (matrix 
metalloproteinases)  and  TIMPs  (tissue  inhibitors  of  metalloproteinases)  (Blavier  et 
al.,  2001).      In  the  Tgfb3 null mice,  the  expression  level  of Timp2  and Mmp13  are 
markedly reduced  in the degrading MEE seam during  fusion process  (Blavier et al.,
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transcription  of  Lef1  (lympoid­enhancing  factor  1)  gene  in  MEE  cells  to  induce 




TGFb3  has  been  proposed  as  one  of  the  potential  candidate  genes  for  non­ 
syndromic oral clefts.   The strong supporting evidences are derived  from previously 
reported expression studies in mouse and animal knockout model.  Tgfb3 is expressed 
in  the  MEE  of  the  palatal  shelves  during  palatal  fusion,  and  is  required  for  the 
adhesion  of  the  MEE  and  the  disruption  of  midline  epithelial  seam  of  the  palatal 
shelves  (Fitzpatrick  et  al.,  1990;  Kaartinen  et  al.,  1997;  Kaartinen  et  al.,  1995; 
Proetzel et al., 1995).  The Tgfb3 knockout mice also show developmental defect of 




with  non­syndromic  oral  clefts  in  the  Caucasian  (Beaty  et  al.,  2002;  Lidral  et  al., 
1998;  Vieira  et  al.,  2003),  Japanese  (Ichikawa  et  al.,  2006;  Sato  et  al.,  2001)  and 






mutations  are  identified  in  the  coding  regions  (Bayat  et  al.,  2003).    However,  21 





evidences supported the association of TGFb3 with ARVD1.    First,  the mapping of 












The  zebrafish,  Danio  rerio,  was  introduced  20  years  ago  by  George 
Streisinger as a model for genetics of vertebrates (Streisinger et al., 1981).  Zebrafish 
is tropical  freshwater fish that belong to the family of cyprinid (Detrich et al., 1999; 
Wixon,  2000).    They  are  small,  approximately  3cm  in  length,  and  are  commonly 
found in the streams of India.  The females are usually fat when laden with eggs and 
have  few  or  none  gold  colouration  on  their  undersides.   On  contrary,  the males  are 
slender and torpedo­shaped.  They have black longitudinal stripes running along their 
length and usually have gold colouration on their bellies and fins. 




For  over  100  years,  the  laboratory mouse Mus musculus  is  the predominant 
model  animal  for  studying  genetics  of  development  and  disease.    However,  Mus 
musculus  has  several  disadvantages  as  an  animal  model,  which  includes  its 





advantages  (Detrich  et  al.,  1999;  Dodd  et  al.,  2000;  Penberthy  et  al.,  2002).      (1)
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Embryos  develop  externally  and  they  are  optically  transparent.    This  allows  easy 
observation  of  embryogenesis  and  organogenesis  processes  under  a  dissecting 
microscope.    In  addition,  the  external  fertilisation  enables  the  ease  of  external 
manipulation of the live embryos.  (2) They are relatively small.  Therefore, they can 
be maintained  in  high densities  in  laboratory.    (3) They  have short generation  time, 





examples, (1) The  lack of ES cells  for gene targeting.   Therefore, knock­out studies 
cannot be performed.   (2)   Duplication of zebrafish genome.   This results  in genetic 





Presently,  two  approaches  are  available  in  modelling  human  diseases  in 
zebrafish  (Dodd  et  al.,  2000).    One  approach  involves  analysis  of  mutant  models 
derived  from  chemical  mutagenic  screens,  and  another  involves  the  candidate  gene 
approach.    In  the  former  approach,  a  number  of  mutants  with  phenotypes  that 
resembles  human  disease  states  are  observed.    However,  to  identify  the  causative 
genes  underlying  the  disease  phenotypes  presents  a  technical  challenge.  To  date, 
































Beta­spectrin  reisling  Anaemia.    Defects  in 
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study  craniofacial  development  and  disease.    Despite  being  quite  different  from 
mammals,  many  principles  and  features  that  govern  craniofacial  development  in 
higher  vertebrates  are  conserved  in  zebrafish  (Yelick  and  Schilling,  2002).    Cell 
lineage studies conducted in zebrafish show that cranial neural crest cells are formed 
at  the  dorsal  and  lateral  regions  of  the  neural  ectoderm  at  12  hpf  (Schilling  and 
Kimmel,  1994).    After  gastrulation  stage,  they  begin  to  migrate  in  three  distinct 
streams  to populate each of  the  seven pharyngeal arches.    It  is also  found  that each 
arch  is  made  up  of  unique  set  of  neural  crest­derived  cartilages  and  bones  that 
resemble those of other vertebrates (Schilling, 1997).  The zebrafish cranium is made 
up  of  six  different  types  of  cartilage,  and  two  types  of  bone  (dermal  and  cartilage 
replacement  bone)  (Benjamin,  1990;  Cubbage  and Mabee,  1996).    Cartilage  bones 
form  the majority  of  bones  of  the  zebrafish  skull,  approximately  43  out of 74,  and 
they will undergo either endochondral or perichondal bone formation. 
As  it  is,  the early head skeleton  in zebrafish possesses several attributes as a 
simple  system  for  understanding  the  genetic  control  of  craniofacial  development 
(Kimmel et al., 2001).  First, the development of the larval skeleton takes only a few 
days.    Second,  zebrafish  contains  craniofacial  skeletal  elements  and  muscle  tissue 
types similar  to their vertebrate counterparts.  Third, their early skeletal elements are 
very  small  and  mostly  made  of  cartilages,  with  simple  monolayered  and  spatial 
arrangements.   Fourth,  their  craniofacial development process has  been successfully 










Pharyngeal  arches  are  reiterated series of  structures  that nerves, muscle,  and 
the  pharynx  originate  and  differentiate  (Graham,  2003;  Graham  and  Smith,  2001). 
Together,  they  serve  dual  functions  of  respiration  and  feeding  in  vertebrates.    In 
addition,  they also give rise to some important endocrine glands such as the thyroid, 
parathyroid, and thymus. 
A number of different embryonic cell  types contribute  to the structure of  the 
pharyngeal  arches.    Each  pharyngeal  arch  is  made  up  of  an  outer  covering  of 
ectoderm,  an  inner  covering  of  endoderm,  and  a  mesenchymal  core  derived  from 
neural crest and mesoderm (Graham, 2003; Graham and Smith, 2001).  Theses arches 
are  separated  externally  by  the  ectodermal  clefts  and  internally  by  the  endodermal 
pouches. 
The  first  and  most  anterior  arch  forms  the  jaw,  the  second  arch  forms  the 
hyoid apparatus, and the remaining five posterior arches form either the gills in fish or 
the  throat  in  birds  and  mammals.    The  development  of  the  pharyngeal  arches  is 
extremely  complex  and  well­coordinated,  so  as  to  ensure  that  all  components  are 




The  neural  crest  is  a  population  of  pluripotent  progenitor  cells  that plays  an 




cells are  formed  at  the  neural  plate  border  during  neurulation.    Soon  after  they  are 
formed, most of  them migrate extensively  throughout  the embryo and participate  in 
the  formation  of  a  variety  of  structures  such  as  peripheral  neurons,  glia,  cartilages, 
bones, and connective  tissues of  the head.   For years,  it  is  believed that neural  crest 
plays a key  role during pharyngeal arches development  to ensure all  components of 
the arches are generated, and each arch is assigned with its distinct identity. 
Information  gathered  from  earlier  transplantation  studies  conducted  in  avian 
embryos have exemplified the importance of neural crest in patterning the pharyngeal 
arches (Noden, 1983b; Noden, 1986).  It is known that neural crest cells that originate 
from  the dorsal part of  the caudal midbrain  and  rhombomeres of  the hindbrain will 
populate the pharyngeal arches (Lumsden et al., 1991; Noden, 1983a).  They migrate 
ventrally  in  three  distinct  streams  toward  the  pharyngeal  arches  region  (Fig  1). 
Normally,  neural  crest  cells  that  arise  from  the  posterior  midbrain  and  anterior 
hindbrain (rhombomere 1 and 2) populate the first pharyngeal arch, while those cells 
that  originate  from mid  hindbrain  (rhombomere  4)  populate  the  second  arch.    The 
third to seventh arches are derived  from the posterior hindbrain (rhombomere 6 and 




than  second  arch  elements  (Noden,  1983b).    This  clearly  demonstrates  that  neural 
crest  cells carry  the cues  for patterning  the pharyngeal arches and  they  also acquire 




Fig.  1.  The  relationship  between  midbrain,  hindbrain,  neural  crest  migration,  and 
pharyngeal  arches. The  hindbrain  is  divided  into  segments  called  rhombomeres  and 
they  are  labelled  r1  to  r8.    Neural  crest  cells  that  originate  from  the  respective 
rhombomeres migrate as three distinct streams (stream 1 to 3).  The neural crest cells 
that arise from midbrain and r1/r2 populate the first arch. Those cells that arise from 
r4 populate  the  second  arch.   The  caudal  arches  are  derived  from  r6  and  r8. These 
three  streams  of  neural  crest  cells  are  separated  from  each  other  by  r3  and  r5.  M, 
midbrain;  r,  rhombomere;  p,  pharyngeal  arch;  m,  Meckel’s  cartilage;  pq, 




Another  supportive  evidence  for  the  predominant  role  of  neural  crest  in 
patterning pharyngeal arches derives  from  the  long  term  fate mapping studies using 
chick­quail  chimeras  (Kontges and Lumsden,  1996).    In  the  studies,  they  found  the 
segregation  of  the  neural  crest  into  streams  is  important  for  the  proper  transfer  of 
patterning  cues  from  the  hindbrain  to  the  arches,  i.e.  the  first  arch  is  derived 
exclusively  from  the  midbrain  and  rhombomere  1  and  2,  the  second  arch  from 
rhombomere 4 and caudal arches from rhombomere 6 and 8.  They also observed that 
this segregation is maintained through later stages of development and mixing is not 
observed  between  the  derivatives  of  these  distinct  neural  crest  streams.    Several 
studies  have  shown  that  the  segregation  of  neural  crest  is  controlled  by  localized 
apoptosis  at  rhombomere  3  and  5  (Graham  et  al.,  1993),  inhibitory  influences 
emanating  from  rhombomere  3  and  5  (Niederlander  and  Lumsden,  1996), 
mesenchyme  adjacent  to  rhombomere  3  and  5  (Farlie  et  al.,  1999),  neuregulin 





There are  four endodermal pouches present  in  the pharyngeal arch region (Veitch et 
al., 1999).  The first pouch is found between the first and second pharyngeal arches, 
the  second pouch between the  second and  the  third arches,  the  third pouch between 
the third and the fourth arches, and the fourth pouch between the fourth and the sixth 




In  the  past,  patterning  of  the  pharyngeal  arches  was  thought  to  be  solely 
dependent upon the neural crest.  It has now become apparent that the endoderm plays 
a  pivotal  role  in  establishing  and  patterning  the  pharyngeal  arches  (Graham  et  al., 
2005).  Many  signalling  molecules  that  are  found  in  the  pharyngeal  regions  are 
expressed in the endoderm (Veitch et al., 1999).   For example, Bmp7 is expressed at 
the rostral half of each endodermal pouch, while the caudal half expresses Fgf8.  Pax1 
is  expressed  dorsally  within  each  pouch  and  Shh  is  prominently  expressed  in  the 
second pouch. 
Previous  studies  in  amphibians  have  shown  that  endoderm  can  induce  arch 
neural  crest  toward  cartilage  formation  in  amphibian  (Epperlein,  1974).    This  is 
further supported by recent studies conducted in zebrafish.  In one of the studies, it is 
found  that  the  pharyngeal  arches  fail  to  form  in  the  endoderm­deficient  zebrafish 
mutants  bon  (bonnie  and  clyde),  and  cas  (casanova)  (David  et  al.,  2002).    This 
indicates that endoderm can induce the formation of pharyngeal arch components.  In 
another study which involves zebrafish mutant, van gogh (vgo), it is found that neural 
crest­derived  cartilages  of  the  arches  are  disorganized,  often  fusing  together,  or  in 
some  cases,  fail  to  form  for  the  more  posterior  arches  (Piotrowski  and  Nusslein­ 




A  recent  time­lapse  microscopy  analysis  and  transplantation  experiments 
conducted  in  zebrafish  shows  that  morphogenesis  of  pharyngeal  endoderm  into 
pouches is Fgf­dependent and any alterations in pouch formation or structure will lead 








The role of ectoderm  in patterning pharyngeal arches  is  less known.   During 
early  development,  ectoderm  is  regionalized  into  discrete  domains  known  as 
ectomeres (Couly and Le Douarin, 1990).  The function of ectomeres is not defined. 
However,  these  distinct  domains  coincide with  the  underlying  streams of migratory 
neural  crest  cells.    Therefore,  it  was  suggested  that  ectoderm  may  be  involved  in 
regulating the migration of neural crest (Golding et al., 2002; Trainor et al., 2002). 
Despite the lack of patterning evidence, ectoderm demonstrates its role in one 
aspect  of  the  pharyngeal  development,  i.e.  to  induce  tooth  formation.    Numerous 




to  induce  tissue  interactions  in  the  developing  pharyngeal  arch  2  (Trokovic  et  al., 
2005). 
1.2.3.2.4 The role of mesoderm 
Unlike  the  neural  crest  and  endoderm,  the  mesoderm  has  limited  roles  in 
patterning  the  pharyngeal  arches  as  its  primary  role  is  in  myogenesis  (Graham  and 
Smith,  2001).  However,  one  of  the  mouse  transplantation  studies  shows  that
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mesoderm may  have  a minor  role  in  patterning  the  pharyngeal  arches  (Trainor and 
Krumlauf,  2000).  The  study  shows  that  expression  of  Hoxb1  in  the  transplanted 
second arch neural crest is down­regulated if it is transplanted on its own into the first 
arch.    If  the  second  arch  neural  crest  is  transplanted  along  with  the  second  arch 







The  notochord  is  a  rod­shaped  mass  of  vacuolated  cells  that  lies  directly 
beneath  the  neural  tube  (Kimmel  et  al.,  1995;  Stemple,  2005).    It  is  an  embryonic 
principal midline supportive structure found commonly in all members of the phylum 
Chordata.    In  vertebrates,  the  notochord  is  derived  from  the  dorsal  organiser  and  it 
serves at least two important functions in vertebrate development.  First, as one of the 
earliest  embryonic  structures  to  be  formed,  it  plays  an  important  structural  role  in 
supporting  the  entire  organism.    Second,  the  notochord  is  located  centrally  in  the 




Dorsal  organizer  is  originally  identified  in  amphibians  by  Spemann  and 
Mangold  (Spemann  and  Mangold,  1924).    Homologous  structures  have  been 
identified  in  other  species  such  as  the  Hensen’s  node  in  the  avian  (Waddington, 
1930), the node of mouse (Beddington, 1994), and the embryonic shield of teleost fish 
(Saude et al., 2000; Shih and Fraser, 1996).  The dorsal organizer is made up of a non­ 
homogeneous  population  of  cells  (Harland  and Gerhart,  1997).   These  cells  release 
inductive  signals  to  adjacent  cells,  possess  morphogenetic  activities,  and  specify 
developmental fates (Harland and Gerhart, 1997). 





Gerhart,  1997).    Similarly,  within  the  zebrafish  embryonic  shield  region,  there  are 
separable  prechordal  versus  notochordal  fates  manifested  by  differential  gene 
expression  (Saude  et  al.,  2000;  Shih  and  Fraser,  1996).    The  shield  consists  of 
superficial epiblast and deep hypoblast layers.  The epiblast cells of the shield express 
the flh (floating head) gene (Talbot et al., 1995) and the hypoblast cells express gsc 




Before  the embryonic  shield  is  formed,  the notochord progenitor cells  reside 
further  from  the  blastoderm margin and  express  flh.   On contrary,  the dorsal  region 
that  is  fated  to  form prechordal  plate  is  situated  near  to  the  blastoderm margin and 
expresses gsc.  At shield stage, differential of Nodal signals patterns the organiser to 
form the epiblast and hypoblast layers (Gritsman et al., 2000).  High levels of Nodal 
signals  specify  the deep gsc­expressing cell  fates, while  low  levels of Nodal  signals 
specify the superficial flh­expressing prospective chordamesoderm fate. 
Some  insights  about  chordamesoderm  specification  are  also  gained  from  the 





1995).    Later,  it was  found  through  the  study  of  the  flh/spt  double mutants  that  flh 








The  transition  of  chordamesoderm  to  notochord  is also  termed  as  notochord 
differentiation  (Harland  and  Gerhart,  1997;  Stemple,  2005).    During  early  gastrula 
stages,  the  chordamesoderm  becomes  both  morphological  and  molecularly  distinct 
from  other  mesoderm  by  its  persistent  expression  of  the  ntl  (no  tail)  which  is  the 
zebrafish homologue of the mouse Brachyury gene (Schulte­Merker et al., 1992) and 
by  the  expression  of  other  molecular  markers  such  as  shh  (sonic  hedgehog)  and 
col2α1  (a1­collagen  type  II)  (Yan  et  al.,  1995).    As  development  proceeds, 
mediolateral  intercalation  and  convergence  of  chordamesoderm  cells  towards  the 
dorsal midline  force  these  cells  to  rearrange  themselves  into  an  elongated  stack  of 
cells (Stemple, 2005). 
During the segmentation period of development,  this elongated stack of cells 
acquires  a  thick  basement  membrane  sheath  that  surrounds  them  (Stemple,  2005). 
This  basement membrane  sheath  acts  as  a  physical  boundary  to which  it  limits  and 
controls the shape and length of the forming notochord.  In addition, each cell within 
the elongated stack of cells also acquires a large vacuole (Stemple, 2005).  Each large 









cells  differentiate  in  an  anterior  to  posterior  direction  (Gong  and  Korzh,  2004).    A 





of  the phylum Chordata.    It  is known to play an essential  structural/mechanical role 
for the  locomotion especially in the  lower vertebrates.  Without a fully differentiated 









respond  to  environmental  osmolarity  (Adams  et  al.,  1990).    Under  physiological 




Besides  enclosing  the  notochord,  the  basement  membrane  sheath  generates 




(AP) axis of  notochord,  and they are arranged  in an angle of 54° which permits  the 
sheath to resist both longitudinal and circumferential stress equally. 
In addition, the notochord movement  is constrained dorsally by the floorplate 
and  ventrally  by  the  hypochord  (Stemple,  2005).    These  two  structures  serves  as 





Although  the  primary  function  of  the  notochord  is  to  provide  structural 
support and locomotion for the vertebrate during normal development, the notochord 
also  has  essential  patterning  roles.   Located  centrally  in  the  embryo with  respect  to 
both  the DV  (dorsal­ventral)  and  LR  (left­right)  axes,  it  provides  inductive  signals 
that can pattern the adjacent cells and tissues. 
It  is known that notochord is  involved  in patterning multiple adjacent  tissues 
such  as  the  floor  plate  and  motoneurons  of  the  overlying  spinal  cord  in  tetrapods 
(Placzek et al., 1993), paraxial mesoderm (Koseki et al., 1993; Pourquie et al., 1993), 
aorta (Fouquet et al., 1997), pancreas (Kim et al., 1997), and neural tube (Smith and 












is  suggested to be a primitive  form of cartilage (Stemple, 2005).  Like  the cartilage, 
notochord  expresses  type  II  and  type  IX  collagen,  aggrecan,  sox9  and 
chondromodulin (Dietz et al., 1999; Domowicz et al., 1995; Ng et al., 1997; Sachdev 
et  al.,  2001;  Zhao  et  al.,  1997).    In  addition,  the  final  fate  of  the  notochord  also 
supports the notion that there is a direct relationship between notochord and cartilage. 
It  is  known  that  the  replacement  of  cartilage  to  bone  during  endochondral  bone 
formation  is  signalled  by  the  deposition  of  the  type  II  collagen­rich  extracellular 
matrix of  cartilage with  type X collagen (  Fleming et  al.,  2004; Linsenmayer et  al., 
1986; Schmid et al., 1991b; Solursh et al., 1986).  Similarly, the notochord that passes 
through  the  centre  of  each  vertebra  first  expresses  type  X  collagen  and  is  then 
replaced  by  bone  during  the  development  of  vertebrae  (Fleming  et  al.,  2004; 





However,  there  is  a  difference  between  cartilage  and  notochord.    The  main 
structural  properties  of  a  cartilage  are  provided  by  a  highly  hydrated  extracellular 
matrix secreted by the chondrocytes (Knudson and Knudson, 2001).  On contrary, the 
turgor  pressure  exerted  by  the  vacuole  within  each  notochord  cell  against  the 
basement membrane sheath imparts the structural properties of the notochord (Adams 
et al., 1990; Parsons et al., 2002).  Despite this, one can still conclude the notochord is 








During zebrafish embryogenesis,  the  heart  is  the  first  internal organ  to  form 
and function (Glickman and Yelon, 2002; Kimmel et al., 1995; Stainier, 2001; Trinh 
le  and  Stainier,  2004).    Basically,  the  heart  is  a  simple  tube  that  comprises  of  two 
concentric  layers.   The outer muscular  layer  is called the myocardium and the  inner 
endothelial layer is called the endocardium.  This two­layered tube is subdivided into 
two major  chambers:  the  posterior  atrium  and  the  anterior ventricle.    The  zebrafish 
heart starts to beat at 22 hpf (hour post fertilisation) and initiates circulation by 24 hpf 
(Stainier et al., 1993). 
Although  the  architecture  of  the  heart  looks  relatively  simple,  but  the  steps 
involved  in the morphogenesis are complex.   To form an adult heart,  it  involves six 
processes:  (1)  heart  field  formation,  (2)  migration  to  midline,  (3)  heart  tube 
elongation,  (4)  heart  tube  looping,  (5)  valve  formation,  and  (6)  myocardial 






in  the  first  four  tiers  of  the  ventrolateral  margin  of  blastoderm  (Lee  et  al.,  1994; 
Stainier  et  al.,  1993;  Warga  and  Nusslein­Volhard,  1999).    At  this  stage,  the 





al.,  1994).    It  is  found  that  by  mid  blastula  stage  cardiac  progenitors  also  acquire 
positional  information by mid blastula  stage that determine the atrial and ventricular 
lineages (Stainier et al., 1993). 
When  gastrulation  begins,  cardiac  progenitors  located  in  the  ventrolateral 
margin of  blastoderm are  among  the  first mesodermal  cells  to  involute  (Warga  and 
Kimmel, 1990).     They then migrate  towards the animal pole and converge dorsally 
towards the embryonic axis (Stainier and Fishman, 1992; Stainier et al., 1993).  After 
gastrulation,  cardiac  progenitors  are  found  as  a  subpopulation  of  cells  within  the 
bilateral  regions  of ALPM  (anterior  lateral  plate mesoderm).   When  somitogenesis 
begins, a heart field  is defined within the ALPM.  This  field contains the precursors 
for the heart and it can be distinguished within the ALPM by its expression of several 
myocardial differentiation genes such as nkx2.5 (Chen and Fishman, 1996; Lee et al., 
1996).   This  field is quite plastic and appears to regulate  in response to perturbation 
(Serbedzija  et  al.,  1998).    In  addition,  lineage  analysis  shows  the  expansion  of  this 
heart field domain in the midline is limited and regulated by the notochord (Goldstein 
and  Fishman,  1998).    The  notochord  suppresses  the  posterior  expansion  of  this 
domain  by  delimiting  the  posterior  extent  of  the  expression  of  nkx2.5,  a  crucial 
transcription factor for cardiac development. 
1.2.5.2.2 Migration to midline 
At  around  18­somite  stage,  the  bilateral  populations  of  cardiac  progenitors 
undergo  a  secondary migration  toward  the midline  and  then meet  each  other  at  the 
medial edges of the two populations (Yelon et al., 1999).  This initial contact by the 
medial  myocardial  precursors  subsequently  leads  to  the  fusion  of  the  posterior
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domain.    The  fusion  of  the  anterior  domain  occurs  at  the  21­somite  stage.    The 





precursors are cuboidal  in  shape and have  increased deposition of adherens  junction 
proteins  atypical  protein  kinase  (aPKCs)  at  the  points  of  cell­cell  contacts.    As 
migration  begins,  there  is  an  increased  asymmetric  localization  of  cell  junctional 
proteins  such  as  aPKCs,  and b­catenin  in  the  myocardial  precursors.    This  is 
accompanied by a change in the shape of the myocardial precursor cell from cuboidal 
to columnar.  Throughout the migration process, there is an increase of cell junctional 
proteins  in  the myocardial  precursors.    This  indicates  that  these precursors  adhered 
tightly to one another and migrate as coherent populations. 
Conversely,  the  endocardial  progenitors  are  present  at  the  midline  before 
myocardial  fusion.    Expression  analyses  using  the  early  endothelial  progenitor 
marker, flk­1, indicate that the endocardial progenitors are at the midline by 18­somite 
stage  (Liao  et  al.,  1997).  Also,  sections  of  the  zebrafish  transgenic  fish  expressing 
green  fluorescent  protein  (GFP)  under  the  control  of  flk­1  promoter  show  that  the 
endocardial precursors are present at the embryonic midline by 16­somite stage (Trinh 
and Stainier,  2004).  Using zebrafish cloche  (clo) mutant,  it  has  been demonstrated 
that  endocardial  progenitors  are  important  for  the  proper  timing  of  myocardial 
migration and heart tube formation (Stainier et al., 1995; Trinh and Stainier, 2004).  In 
these  mutants,  the  endocardial  cells  are  absent  (Stainier  et  al.,  1995)  and  they  also 
have  delayed  myocardial  migration  (Trinh  and  Stainier,  2004).    It  is  known  that
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endocardial  precursors  are  a  source  of  fibronectin  (Trinh  and  Stainier,  2004). 
Fibronectin deposition at the midline may act as a substrate for myocardial migration. 
In addition,  analyses  of  the  cardiovascular mutants obtained  from  the  large­ 
scale  zebrafish mutagenesis  screens  have  identified  some  key  requirements  that  are 
important  for  the  coordinated  movement  of  the  myocardial  precursors  to  midline. 
They are (1) myocardial differentiation (Reiter et al., 1999; Reiter et al., 2001; Schier 
et al., 1997; Yelon et al., 2000), (2) presence of anterior endoderm (Alexander et al., 
1999;  Kikuchi  et  al.,  2000),  (3)  epithelial  organization  of  myocardial  precursors 
(Trinh  and  Stainier,  2004),  and  (4)  signal  transduction  mediated  by  sphingosine  1­ 
phosphate (SIP) receptor (Kupperman et al., 2000). 
1.2.5.2.3 Heart tube elongation 




the  right  side  of  the  embryo  (Stainier  et  al.,  1993;  Yelon  et  al.,  1999).    This  re­ 
orientates  the  position  of  the  cardiac  cone  from DV  axis  to AP  (anterior­posterior) 
axis.   This  rightward  tilt  forms  the  earliest morphological  sign of LR  asymmetry  in 
zebrafish embryo.  After the cardiac cone is re­orientated, it continues to extend along 
the AP axis until the base of the cone coalesces into a tube.  The elongation process is 
completed by 26 hpf and a  linear heart  tube is  formed on the ventral  left side of  the 
embryo (Stainier, 2001; Stainier et al., 1993; Yelon et al., 1999). 





This base  is  then coalesced into a  tube (Yelon et al., 1999).   On the other hand,  the 
ventricular cells are  located at the apex of  the cone, and establish the arterial end of 
the heart tube (Stainier et al., 1993; Yelon et al., 1999).  When the cardiac cone fails 
to  re­position  from  DV  to  AP  axis  as  seen  in  the  has  (heart  and  soul)  zebrafish 
mutant, the heart tube cannot form and elongate (Horne­Badovinac et al., 2001). 
1.2.5.2.4 Heart tube looping 
Heart tube  looping  involves two distinct steps (Chin et al., 2000).   First step 
involves  the  leftward  positioning  of  the  elongated  heart  tube.    Second  step  is  the 
gradual bending at the atrioventricular (AV) boundary to form an S­shaped loop.  The 
leftward positioning of the heart tube begins during the heart tube elongation process 






developing  heart  (Trinh  le  and  Stainier,  2004).    Formation  of  heart  valves  helps  to 
ensure  unidirectional  flow of  blood  through  the  heart.  Valves are  formed  from  the 
endocardial layer of the heart at above three mentioned sites.  Although the zebrafish 
heart starts to beat at 22 hpf and initiation of circulation takes place by 24 hpf, valves 
are  formed at  later stage of development.   During the earlier  stages,  the coordinated
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sequential  rhythmic  beats  of  the  chambers  drive  the unidirectional  blood  flow  from 
the sinus venosus into atrium, ventricle, and outflow tract (Warren et al., 2000). 
At 36 hpf,  the whole  lumen of  the  heart  is  lined with a  layer of endocardial 
cells (Stainier et al., 2002).  At this stage, the myocardium maintains the coordinated 
sequential  rhythmic  beats  of  the  chambers  (Warren  et  al.,  2000).    At  48  hpf, 
approximately 5 to 6 endocardial cells at the AV boundary begin to differentiate from 
the  non­AV  endocardial  cells  in  terms  of  their  cellular morphology  (Stainier  et  al., 
2002; Walsh and Stainier, 2001).  These 5­6 endocardial cells appear cuboidal while 
the  non­AV endocardial  cells  are more  squamous  in  shape.   Between  60  to  72 hpf, 
these  AV  endocardial  cells  undergo  an epithelial­to­mesenchymal  transition  (EMT) 
(Stainier  et  al.,  2002).    At  90  hpf,  the  AV  endocardial  cells  form  an  endocardial 
cushion of two cells thick at the AV boundary (Stainier et al., 2002).  By 5 dpf (day 
post  fertilization),  the  valves  at  both  the  AV  boundary  and  the  outflow  tract  are 
formed, and appear as two visible cusps (Hu et al., 2000). 
1.2.5.2.6 Myocardial remodelling 
So  far,  the  cellular  and  molecular  mechanisms  involved  in  the  myocardial 
remodelling process are unknown.  However, this process is needed to form a mature, 
functioning  heart.    During  myocardial  remodelling  process,  the  myocardium 
undergoes  significant  maturation  which  results  in  the  thickening  of  the  ventricular 
wall and the formation of ventricular trabeculae (Hu et al., 2000).  The morphological 








of  the zebrafish  tgfb3 gene, and to  infer evolutionary orthology with human TGFb3 
gene through comparative gene structure and linkage synteny analyses. 
2)  To  characterize  the  temporal  and  spatial  expression  profiles  of  tgfb3  during 
embryogenesis and early development. 















RZPD (German Resource Center  for Genome Research;  http://www.rzpd.com).  To 
obtain DNA, 1 ml of  the bacterial glycerol  stock was  first plated onto a LB  (Luria­ 
Bertani)  agar  medium  (1 st  BASE,  SGP)  containing  100 mg/ml  ampicillin  (Sigma, 
USA), and incubated at 37°C for 16 hrs in a bacterial shaker incubator.  Five colonies 
were picked from the agar plate.  Each colony was inoculated into 3 ml of LB broth 
containing  100 mg/ml  ampicillin,  and  incubated  at  37°C  for  16  hrs  in  a  bacterial 
shaker incubator.  Plasmid DNA was extracted using the Wizard ® Plus SV Minipreps 
DNA Purification System (Promega, USA).  The concentration of each plasmid DNA 
was quantitated by UV spectrophotometer  (Beckman, USA).   The  insert  size of  the 
zebrafish EST clone was PCR amplified directly from the plasmid DNA using SP6 / 
T7  primer  pairs  5’­ATTTAGGTGACACTATAG­3’  /  5’­
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TAATACGACTCACTATAGGG­3’.    The  orientation  of  the  insert  was  determined 
using  SP6  /  gene  specific  primer  pairs  5’­  ATTTAGGTGACACTATAG­3’  /  5’­ 
AACCATGCATTCGTGCAAAG­3’,  and  T7  /  gene  specific  primer  pairs  5’­ 
TAATACGACTCACTATAGGG­3’  /  5’­  AACCATGCATTCGTGCAAAG­3’. 
Each reaction tube contained 20 mM Tris­HCl pH 8.4, 50 mM KCl, 1.5 mM MgCl2, 
200 mM  of  each  deoxynucleotide  triphosphate,  1  unit  of  PlatinumÔ  Taq  DNA 
polymerase  (Invitrogen, USA), 0.2 mM of each primer,  and 50  ng of plasmid DNA 




Plasmid  clones  and  amplified  PCR  products  were  sequenced  using  the 
BigDyeÔ  kit  (Applied  Biosystems,  USA)  and  the  sequencing  products  were 
separated  on  an  ABI  377  DNA  analyzer  (Applied  Biosystems,  USA).    5’  RACE 
experiments were performed using the SMART ä RACE cDNA Amplification kit (BD 
Biosciences Clontech, USA).  The open reading frame (ORF) of tgfβ3 was translated 
using online  software  (http:tw.expasy.org).    Inter­species  sequence alignments were 
performed using the AlignX function in the Vector NTI software package (Informax, 





Introns  3  to  6  were  PCR  amplified  directly  from  genomic  DNA  using  the 




3’  /  5’­CAGGTCTTGAGGAACGCAGC­3’,  respectively.    Each  reaction  tube 
contained  20 mM Tris­HCl  pH 8.4,  50 mM KCl,  1.5 mM MgCl2, 200 mM of  each 
deoxynucleotide triphosphate, 1 unit of PlatinumÔ Taq DNA polymerase (Invitrogen, 
USA), 0.2 mM of each primer, and 100 ng of DNA template.  Between 35­40 thermal 
cycles were performed, with an annealing  temperature of 60 °C except  for  intron 4, 
which had an annealing temperature of 62 °C. 
Introns  1  and  2  were  too  large  to  be  amplified  directly.    The  exon/intron 
junctions  for  these  2  introns  were  subsequently  obtained  by  a  genome  walking 
strategy  using  the  GenomeWalkerÔ  kit  (BD  Biosciences  Clontech,  USA).    This 
strategy was also utilized  to obtain additional genomic  sequence upstream of  the 5’ 
UTR of zebrafish tgfb3.  The regulatory element binding sites present in this putative 
promoter  sequence  were  determined  using  the  online  software  ( 
http://bimas.dcrt.nih.gov/molbio/proscan/).  The genomic sequences of zebrafish tgfβ3 
have been deposited in GenBank (accession numbers AY744922 to AY744929). 
The  3’ UTR (untranslated  region)  of  tgfb3 was  submitted  for  linkage  group 








BamHI,  respectively  at  their  5’  end.   The  reaction  contained 1X Advantage 2 PCR 





Amplified  PCR  products  were  gel­purified  using  a  GFX  membrane 
purification  column  (GE Biosciences,  USA).    Both  the  purified  PCR  products  and 
pXDef1aEGFPpA  expression  vector were  double  digested  using  Pae  I  (Fermentas, 
Canada)  and  BamHI  (Fermentas,  Canada)  restriction  enzymes.    Promoterless 
pXEGFPpA  vector  and  digested  PCR  products  were  gel­purified  using  the  GFX 
membrane purification column. 
The  purified,  pXEGFPpA  vector  and  digested  PCR  products  were  ligated 
together  at  1:3  molar  ratio.  The  ligated  products  were  transformed  into  DH5a 
competent cells (Invitrogen, USA) by taking 1 ml (1  to 10 ng of DNA) of  the DNA 
ligation reaction and added directly into a tube containing 50 ml of DH5a competent 




was added  into  it.   The reaction tube was  incubated  in a bacterial  shaker  for 1 hr at 




the  reaction  tube was  centrifuged  at  16,000  x g  and  800 ml  of  the  supernatant was 
removed  from the  tube.   The cell pellet was resuspended  in the remaining 100 ml of 
the supernatant, and the cell suspension was plated on a LB agar plate containing 100 
mg/ml of ampicillin.  Both LB agar plates were incubated at 37°C for 16 hrs. 
After  the  incubation,  10  colonies  were  randomly  picked  and  each  was 
inoculated into a tube containing 10 ml of TE (1 st BASE, SGP) solution.  Colony PCR 
amplification  was  performed  using  XenhF  /  ztgfb3promoterR  primer  pair  5’­ 
GTCGGCTTAAGGTCCAC­3’ / 5’­ GATGGATCCGGTTAATATCTGCACACT­3’ 
to verify  the presence  of  insert  in  the  clone.   Each  reaction  tube  contained  20 mM 
Tris­HCl  pH  8.4,  50  mM  KCl,  1.5  mM MgCl2,  200 mM  of  each  deoxynucleotide 
triphosphate, 1 unit of PlatinumÔ Taq DNA polymerase (Invitrogen, USA), 0.2 mM 
of each  primer,  and  1  ul of  the  inoculated TE  solution  as  template.    Thirty  thermal 
cycles were  performed,  with  an  annealing  temperature  of  50°C.    An  aliquot  of  the 
PCR products (10 ul) from each reaction tube was checked using gel electrophoresis. 
The Wizard ®  Plus SV minipreps DNA purification  system  (Promega,  USA) 
was used to extract plasmid DNA from three different clones that contained the insert. 
These  pXDtgfb3proEGFPpA  plasmids  were  sequenced  using  the  BigDye ™  kit 
(Applied  Biosystems,  USA),  and  the  sequencing  products  were  separated  on  ABI 




injected  into  1  to  2­cell  stage  zebrafish  embryos.    The  pXDef1aEGFPpA  plasmid 






Total RNA was  isolated  from 1­cell, 64­cell,  dome,  bud, 10­somite,  and 18­ 
somite  stage  zebrafish  embryos  using  the  RNAWIZä  RNA  isolation  reagent 
(Ambion,  USA).    Two  gene­specific  primer  pairs  5’­ 
CACTGAGACTGAGTACTACGC­3’  /  5’­ACCCATATCTGAGCGGATCGG­3’ 
and 5’­CGCACTGGTTGTTGACAACG­3’ / 5’­AGGATCTTCATGAGGTAGTC­3’ 
were  used  to  amplify  a  514  bp  tgfb3  cDNA  fragment  and  a  561  bp b­actin 
(AF025305)  cDNA  fragment,  respectively.     RT­PCR was  performed  on  0.2 mg  of 
total  RNA  using  SuperScriptÔ  III  One­Step RT­PCR  system with  PlatinumÔ  Taq 
DNA  Polymerase  (Invitrogen,  USA).  The  reaction  conditions  were  an  initial 
incubation at 55 °C for 30 min,  followed by denaturation at 94 °C for 2min, then 30 
cycles of 94 °C for 30 sec, 57 °C (b­actin) or 61 °C (tgfb3) for 30 sec, and 68 °C for 1 
min, and ending in a final extension at 68 °C for 5 min. 
2.7  Embryonic  expression  pattern  by  in  situ  RNA 
hybridization analysis 
Antisense RNA probe was synthesized  from  the plasmid containing  the  full­ 
length  cDNA  insert.    The  plasmid  DNA was  linearized  with  SalI  prior  to  in  vitro 




was  obtained  by  linearizing  the  plasmid DNA  with NotI  and  in  vitro  transcription 
using T7 RNA polymerase. 
Embryos were collected and staged according to Westerfield (1995).   Staged 
embryos  were  fixed  in  4%  paraformaldehyde  (PFA)  overnight,  dehydrated  using 
100% methanol, and stored at ­20°C until use. 
Fixed  embryos were  rehydrated  in  a  series  of  methanol­phosphate  buffered 










formamide,  5X  saline  sodium  citrate  (SSC),  0.5  mg/ml  yeast  RNA,  0.05  mg/ml 
heparin, and 1% Tween 20, brought to pH 7.0 with 1 M citric acid) and prehybridized 




formamide/2X SSC,  10 min; 12.5% formamide/2X SSC, 10 min;  2X SSC,  10 min; 
twice 0.2X SSC/0.01% Tween 20, 30 min each; 0.15X SSC/1X PBST, 10 min; 0.1X 
SSC/1X PBST, 10 min; 0.05X SSC/1X PBST, 10 min),  then  in 1X PBST.   Washed
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embryos  were  blocked  in  150  mM NaCl  pH  7.5  containing  2% Blocking  Reagent 
(Roche Applied Sciences, Germany) for at least 1 h, then incubated overnight at 4 °C 




Tris­HCl  pH  9.5,  50  mM  MgCl2,  100  mM  NaCl,  1%  Tween  20,  and  1.2  mg/ml 
Levamisole)  per  well  for  5  min  each.    Washed  embryos  were  incubated  at  room 
temperature in staining buffer consisting of 3.4 ml of 4­nitroblue tetrazolium chloride 
(NBT)  solution  (100  mg  per  ml  of  dimethylformamide)  and  3.5 ml  of  5­bromo­4­ 






in  an  agar  block  (1.5%  bacto  agar  in  5%  sucrose),  which  was  trimmed  into  a 
“pyramid” shape and immersed in 30% sucrose solution for overnight at 4°C.  Blocks 
were  cryosectioned  at  10­40 mm  thickness  using  a  cryostat  (Microm,  Germany). 
Sections were placed onto poly­lysine coated slides and air­dried overnight.  Air­dried 






One­cell  stage  zebrafish  eggs  were  aligned  along  the  troughs  of  a 
microinjection  agar  plate.    Equal  amounts  of  the  phenol  red  and  the  sample  were 
mixed together.  Approximately 1 to 2 ml of the sample mix was loaded into a glass 
capillary  needle  by  the  capillary  action.   The  glass  needle was  loaded  into  the  grip 
head of the capillary holder of the FemtoJet injector machine (Eppendorf, Germany). 
The  injector machine was  switched  on  and  the  Pi  (injection pressure), Ti  (injection 
time),  and  Pc  (compensation  pressure)  parameters were  set  at  120  hPa,  0.1  sec,  50 
hPa, respectively.  The needle position was fine adjusted using the micromanipulator 
(Leica, Switzerland) and  the  tip of  the needle was  then gently  broken using a clean 
forcep.  The needle was gently pierced into the chorion layer and into the yolk region 
beneath the single blastomere.  The sample was delivered into the yolk region.  After 
injection,  the  needle  was  gently  removed  from  the  egg  and  the  injected  egg  was 
transferred into a clean Petri dish containing fresh egg water. 
2.10  Knockdown  studies  using  Morpholino  antisense 
oligonucleotides 
Two splice modifying morpholino antisense oligonucleotides (MO)  for  tgfb3 
(GeneTools,  USA)  were:  intron  1  splice  donor  junction  (e1i1­MO)  5’­ 
CATCATCCCTAAGGGAAACTTACTG­3’,  and  intron  1  splice  acceptor  junction 
(i1e2­MO)  5’­TCATCTGCAAGGTCAGAGGTCAGCG­3’.   Two mismatched MOs 
for  tgfb3  were:  e1i1­mismatched MO  5’­CATgATCgCTAAcGGAAAgTTAgTG­3’, 




2.11 RT­PCR analysis for detection of morphant transcripts 
Total  RNA  was  isolated  from  24  hpf,  48  hpf,  72  hpf,  and  96  hpf  i1e2 
knockdown morphant  embryos  and uninjected  zebrafish WT  control  embryos  using 
the  TRIZOL  RNA  isolation  reagent  (Invitrogen,  USA).    Two  gene­specific  primer 
pairs  5’­TCACACTTAGTTCATGTTAG  ­3’  /  5’­TGTAGCGCTGCTTGCCGA  ­3’ 
and 5’­CGCACTGGTTGTTGACAACG­3’ / 5’­AGGATCTTCATGAGGTAGTC­3’ 
were  used  to  amplify  a  362  bp  morphant  cDNA  fragment  and  a  561  bp b­actin 
(AF025305)  cDNA  fragment,  respectively.     RT­PCR was  performed  on  0.2 mg  of 
total  RNA  using  SuperScriptÔ  III  One­Step RT­PCR  system with  PlatinumÔ  Taq 
DNA  Polymerase  (Invitrogen,  USA).    The  reaction  conditions  were  an  initial 
incubation at 55 °C for 30 min,  followed by denaturation at 94 °C for 2min, then 30 
cycles of 94 °C for 30 sec, 57 °C (b­actin) or 54 °C (morphant) for 30 sec, and 68 °C 
for 1 min, and ending in a final extension at 68 °C for 5 min. 
2.12  Real­time  PCR  analysis  for  efficacy  of  i1e2  splice 
modifying MO 
Total RNA was  isolated  from 24 hpf, and 96 hpf  i1e2 knockdown morphant 
embryos  and  uninjected  zebrafish  WT  control  embryos  using  the  TRIZOL  RNA 
isolation reagent (Invitrogen, USA).  Triplicates of total RNA were isolated from each 





First  strand  cDNA was  synthesized  from  2 mg  of  each  total  RNA  template 
using the TaqMan Reverse Transcription Reagents (Applied Biosystems, USA).  The 
reaction conditions were an  initial  incubation at 25°C for 10 min,  followed by 48°C 
for  30  min,  and  95°C  for  5  min.    Three  gene­specific  primer  pairs  5’­ 
TCAGTGCCAGGTTTGCCT­3’  /  5’­GGGCAGGTCATCTGCAAG  ­3’,  5’­ 
CGGGCAGGACAACACTGA­3’  /  5’­GGCAGTAGGGCAGGTCATTG­3’,  and  5’­ 
TGACCCTGAAGTACCCAATTGAG­3’  /  5’­GGCAACACGCAGCTCATTG­3’ 
were  used  to  amplify  a  98  bp  morphant  cDNA  fragment,  a  98  bp  WT  cDNA 
fragment, and a 98 bp b­actin (AF025305) cDNA fragment as an endogenous control, 
respectively.  Each  reaction  well  contained  1X  SYBR  Green  PCR  master  mix 
(Applied Biosystems, USA), 0.9 mM of each primer,  and 0.25 ml of  the  first  strand 
cDNA  reaction  mix.    Triplicates  were  performed  for  each  reaction.    The  reaction 




Detection  System,  the  relative  quantification  (RQ)  value  was  obtained  from  each 
reaction.    An  average  RQ  value  was  calculated  for  each  developmental  stage  total 
RNA  triplicates.   Statistical  analysis using one­tailed paired  sample  test  (t­test) was 
performed using the statistical package available from Microsoft ® EXCEL. 
2.13 Overexpression analysis 
The  tgfb3  coding  region  was  amplified  from  the  plasmid  DNA  fc78g09.y1 





buffer  (Clontech,  USA),  200 mM  of  each  deoxynucleotide  triphosphate,  1X 
Advantage 2 Polymerase Mix (Clontech, USA), 0.2 mM of each primer, and 100 ng of 
plasmid DNA  template.   The  reaction conditions were an  initial  incubation of 95°C 
for 1 min,  followed by 28 cycles of 95°C for 1 min, 55°C for 1 min, and 72°C for 1 
min 30 sec, and ending in a final extension at 72 °C for 3 min. 
Amplified  PCR  products  were  gel­purified  using  a  GFX  membrane 
purification  column  (GE Biosciences,  USA).    Both  the  purified  PCR  products  and 











template.    Thirty  thermal  cycles were  performed,  with  an  annealing  temperature  of 
50°C.  An aliquot of the PCR products (10 ul) from each reaction tube was checked 
using gel electrophoresis. 





Biosystems,  USA),  and  the  sequencing  products  were  separated  on  ABI  3100 
PRISM ® DNA Analyzer.   The clone with  the correct  insert sequence was  identified 
and  the  plasmid DNA of  this clone was  extracted  using HiSpeed Plasmid Midi Kit 
(Qiagen, Germany). 






For  capped  mRNA  injection,  140  pg  mRNA  was  injected  into  1  to  2­cell  stage 
zebrafish embryos. 
2.14 Alcian blue cartilage staining 
Four day old  larvae were  first  anaesthetized  in 0.4% ethyl m­aminobenzoate 
(Sigma, USA) or commonly known as  tricaine  solution,  and were  transferred  into a 
1.5  ml  microcentrifuge  tube.    The  larvae  were  fixed  in  1  ml  of  5%  TCA 
(trichloroacetic acid) (BDH, UK) for 6 hrs or more at room temperature.  The fixative 
solution was removed and 1 ml of 0.1% alcian blue (Sigma, USA) solution was added 
into the  tube and the  larvae were  stained  for 1 hour.   The earlier added 0.1% alcian 





PBS;  40%  ethanol/0.6%  PBS;  20%  ethanol/0.8%  PBS;  1X  PBS)  for  5  min  per 
solution.  The pigmentation of the larvae was removed by bleaching them in 3% H2O2 
(hydrogen peroxide)/1% KOH (potassium hydroxide)  solution  for at  least 20 min to 
an  hour.    The  larvae  were  washed  in  a  series  of  KOH/glycerol  solutions  (0.4% 
KOH/20%  glycerol  for  60  min;  0.25%  KOH/50%  glycerol  for  overnight).    The 
stained  larvae were  left  in 0.25% KOH/50% glycerol  solution  for observation.   For 
long term storage, the larvae were transferred into 100% glycerol. 
2.15 Alizarin red bone staining 
The  live  7­10  day  old  larvae  were  stained  overnight  in  0.1%  alizarin  red 
(Sigma)/10mM  HEPES  buffered  embryo  medium.    The  live,  stained  larvae  were 
rinsed several times with the embryo medium and kept in the embryo medium for at 
least an hour to allow maximal leaching out of excess stain from the gut and non­bone 
tissue.    The  live,  stained  larvae  were  then  anaesthetized  and  viewed  under  a 
fluorescence stereomicroscope with a filter set for rhodamine (560 nm). 
2.16 Analysis of molecular markers in tissue/organ 
The  tissues,  organs,  and/or  structures  affected  in  the  knockdown morphants 
and overexpressed embryos were examined and confirmed using a panel of molecular 
tissue/organ markers.  Molecular markers including ntl, dlx2, sox9a, and nkx2.5 were 
used  to  detect  and  confirm  defects  in  the  notochord,  neural  crest  cells,  pharyngeal 
arches, pectoral fins, and cardiac progenitors. 
Antisense  RNA  probe  of  each  molecular  marker  was  synthesized  from 




RNA polymerase used  for  in vitro  transcription, and  the hybridization  temperature  / 
formamide concentration  for whole­mount  in situ hybridization.   The procedures  for 
the  whole­mount  in  situ  hybridization were  performed  as  described  in  section  2.7. 
The  tissues/organs  in  the  whole­mount  embryos  were  visualized  by  alkaline 



















pCS2­ntl  BamHI  T7  55°C  50% 
pBS­dlx2  BamHI  T7  65°C  60% 
pBS­nkx2.5  EcoRI  T7  60°C  60% 
pGEM­sox9a  EcoRV  T7  65°C  60% 
2.17 Imaging and processing 
All  images  except  the  live  and  fluorescent  images  of  the  zebrafish  were 








The  candidate  gene  approach  was  used  to  isolate  and  identify  zebrafish 
ortholog  of  human  TGFb3  to  model  human  craniofacial  development  and  disease. 
This approach usually begins with BLAST searches or keyword searches containing 
the  name  of  the  disease  against  the  zebrafish EST  database.    To  identify  zebrafish 
ortholog of human TGFb3, we performed a BLAST search of the GenBank database 
using  the  sequence  of  human  TGFb3  cDNA  (accession  number  NM_003239)  as 
query,  and  a  zebrafish  EST  (expressed  sequence  tag)  clone  (fc78g09.y1)  was 
identified (Fig. 2A).   This EST clone  fc78g09.y1 was obtained  from RZPD.    It was 
then  verified  (Fig.  2B),  and  sequenced.   In addition, we performed 5’ RACE (rapid 
amplification  of  cDNA  ends)  to  determine  the  transcription  start  site  of  zebrafish 
tgfb3  cDNA.    The  2094  bp  full­length  cDNA  consists  of  a  300  bp  5’  UTR 
(untranslated region), a 1233 bp ORF (open reading  frame) that encodes a predicted 
410 amino acid peptide, and a 527 bp 3’ UTR (data submitted to GenBank, accession 






the  Genbank  database  using  the  full­length  sequence  of  human  TGFb3  cDNA  as 
query.  A  zebrafish  EST  clone  similar  to  chick  tgfb3  (fc78g09.y1)  was  identified. 
*BLAST  search  was  carried  out  on  03  Jan  2001.  B:  Verification  of  EST  clone, 
fc78g09.y1.  This  clone  contains  a  2.3  kb  fragment  that  was  amplified  from 
fc78g09.y1 plasmid DNA using T7 and SP6 primers. The orientation of the insert was 
determined when a 2 kb fragment was amplified from fc78g09.y1 plasmid DNA using 






































































in  lowercase  while  the  ORF  is  in  UPPERCASE.    The  sequence  of  EST  clone 
fc78g09.y1  begins  from  nucleotide  30  (in  bold).    Amino  acids  are  in  BOLD 
UPPERCASE single  letter code.   Sequences corresponding to even­numbered exons 
are  italicized,  and  exon­exon  junctions  are  demarcated  by  vertical  lines.    The  C­ 
terminal  TGFb­like  peptide  domain  is  underlined.    The  presumed  polyadenylation 




























Members  of  the  TGFb  family  share  nine  conserved  cysteine  residues,  with 
cysteines  2,  4,  5,  7,  8,  and  9  forming  the characteristic  “cysteine­knot”  structure of 
this  family  (Hu  et  al.,  1998).    These  nine  cysteine  residues  are  also  present  in  the 
predicted mature  peptide of zebrafish  tgfb3  in  positions  identical  to  those  in  higher 
vertebrates (Fig. 4).   Additionally,  the zebrafish tgfb3 predicted mature peptide also 
displays  the  characteristic  cysteine  knot  signature  (CXCX­STOP)  found  in  other 
species, as shown by the presence of a STOP codon at the second position after  the 
sixth knot­forming cysteine. 
Alignment  of  zebrafish  tgfb3  predicted  propeptide  against  members  of  the 
human TGFb  family  (TGFb1, TGFb2 and TGFb3)  revealed  the  highest  amino acid 
similarity  to  TGFb3  (74%)  (Table  5).    Alignment  of  only  the  predicted  mature 












Human TGFb1  BC022242  54  44 
Human TGFb2  NM_003238  59  56 
Human TGFb3  NM_003239  72  74 
Mouse Tgfb3  NM_009368  72  74 
Chicken tgfb3  M31154  72  72 
Pig tgfb3  X14150  72  72 
a TGF, transforming growth factor 










Human  NM_003239  83  90 
Mouse  NM_009368  81  90 
Chicken  M31154  84  90 
Pig  X14150  83  92 
Sturgeon  a  80  89 
Trout  a  82  92 
Eel  a  85  94 






Exon­intron  boundaries  of  the  zebrafish  tgfb3  gene were  identified  by  PCR 
amplification of genomic DNA  using  cDNA­specific  primers.  The  presence  of  an 
intron  between  the  forward  and  reverse  PCR  primers  was  indicated  by  a  genomic 
amplification  product  that  was  larger  in  size  than  the  cDNA  fragment.    Failure  to 
generate  a  PCR product  from genomic DNA  suggested  the presence  of  introns  that 
were  too  large  to be  amplified  using  this  approach,  and  a  genome walking  strategy 
was utilized  to  identify the  junction  sequences  for  these  introns.  Our results  reveal 
that  the  zebrafish  tgfb3  gene  consists  of  seven  exons  and  six  introns,  its  genomic 
organization being very similar to the orthologus genes in human, mouse and chicken 
(Fig. 5).  Exon 1 forms the largest exon, while exon 4 is the smallest.  The 23 amino 




Using  a  genome  walking  strategy,  we  obtained  an  additional  631  bp  of 





















Fig.  6.  Putative  promoter  sequence  of  zebrafish  tgfb3.    The  regulatory  element 
binding sites present in the promoter is determined by the online software (www.gene­ 
regulation.com/index.html).  Three regulatory element binding sites are found in this 
631  bp  putative  promoter  region:  two  TATA­binding  protein  (TBP)  sites  (red)  and 
one stimulating protein 1 (Sp1) site (yellow). 
Zebrafish 
346  164  130  108  172  154  159 271  542 
~3200  ~2900  ~2200  ~1600 ND  ND 
1  2  3  4  5  6  7 
Human 
352 253  164  130  108  172  154  159  1088 
8823  299  5430  2100  2239  1577 
1  2  3  4  5  6  7 
Mouse 
602  352  164  130  108  172  154  159  1036 
7670  270  5418  1621  2974  961 
1  2  3  4  5  6  7 
Chicken
457  352  164  130  108  172  154  159  1015 
4609  1377  1492  810  481  2335 
2  3  4  5  6  7 1 




To  investigate  whether  the  three  cis­regulatory  elements  identified  in  the 
putative tgfb3 promoter are sufficient to control the temporal and spatial expression of 
tgfb3, we cloned a 921 bp fragment consisting 631 bp of genomic sequence upstream 
of  the  5’  UTR,  and  the  adjacent  290  bp  of  5’  UTR  of  zebrafish  tgfb3  into  a 
promoterless expression vector pXEGFPpA (Fig. 7).  The pXDtgfb3EGFPpA plasmid 
DNA  was  microinjected  into  1­2  cell  stage  embryos  and  EGFP  (enhanced  green 
fluorescence  protein)  expression was  evaluated  over  a  period  of  three  days.  As  a 
positive  control,  we  microinjected  the  vector  pXDef1aEGFPpA  that  produces 
ubiquitous  green  fluorescence.    As  a  negative  control,  we  used  the  promoterless 
vector pXEGFPpA. 
At 24 hpf, strong fluorescence was detected in the yolk and yolk extension of 
embryos  injected  with  pXDtgfb3EGFPpA  plasmid DNA  (Fig.  8G).    In  the  24  hpf 
positive control  embryos, we  observed  fluorescence  in  the muscle  fibers  (Fig.  8A). 
No fluorescence was observed in the 24 hpf negative control embryos (Fig. 8D). 
At 48 hpf, strong green fluorescence continued to be detected in the yolk and 
yolk extension of embryos  injected with pXDtgfb3EGFPpA (Fig. 8H).    In addition, 
there  was  weak  green  fluorescence  observed  in  some  of  the  body  muscle  fibers. 
Conversely, ubiquitous green  fluorescence was observed  throughout  the entire  body 
of the 48 hpf positive control embryos (Fig. 8B), and no green fluorescence was seen 
in  the  48  hpf  negative  control  embryos  (Fig.  8E).    At  72  hpf,  moderate  green 
fluorescence  was  detected  in  the  body  muscle  fibers  of  the  embryos  injected  with 
pXDtgfb3EGFPpA, and  their  yolk and  yolk extension ceased  to  fluoresce (Fig. 8I). 
Ubiquitous  green  fluorescence  continued  to  be  observed  in  the  positive  control
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embryos  and  no  green  fluorescence was  seen  in  the negative  control embryos  (Fig. 
8C,  F).  The  observed EGFP  expression  is different  from  the  expression  pattern  of 
endogenous  tgfβ3  transcripts  (refer  section  3.5)  and  therefore  the  identified  921  bp 




Fig.  7.  Construction  of  pXDtgfb3EGFPpA  expression  vector  used  for  promoter 
analysis study. A: Amplification of zebrafish tgfb3 promoter fragment from zebrafish 
genomic  DNA.  B:  Vector  pXDef1aEGFPpA  is  digested  with  SphI  and  BamHI 
restriction  enzymes  and  releases  the  ef1a  promoter  fragment.    Zebrafish  tgfb3 
promoter  fragment  is  digested  with  SphI  and  BamHI  restriction  enzymes  to  create 




Fig.  8.  Evaluation  of  the  921  bp  genomic  DNA  fragment  upstream  of  tgfb3  gene. 
Darkfield (A­I) views are shown. Three developmental stages: 24 hpf, 48 hpf, and 72 
hpf are analyzed.  Ubiquitous expression is observed in the positive control embryos. 
No fluorescence  is observed  in the negative control embryos. Strong  fluorescence  is 
detected in the yolk, and yolk extension of embryos injected with pXDtgfb3EGFPpA 













Fig.  9.  Chromosomal  localization  of  zebrafish  tgfb3.  A:  Zebrafish  tgfb3  (ztgfb3) 
maps approximately 3759 cR from the top of linkage group 17 (LG17).  B: Conserved 
synteny  of  the  chromosomal  region  containing  the  tgfb3  gene.    The  linkage  and 

































b­actin  gene  expression  was  used  as  an  internal  control.    The  RT­PCR  analyses 
revealed the presence of basal  levels of tgfb3 transcripts from the 64­cell stage up to 
the  10­somite  stage,  with  significantly  higher  expression  observed  only  at  the  18­ 
somite stage (Fig. 10). 
To  obtain  more  precise  information  on  the  temporal  and  spatial  expression 
pattern  of  zebrafish  tgfb3,  we  performed  whole  mount  in  situ  RNA  hybridization 
analysis of embryos  beginning  from  the 1­cell  stage.   No  tgfb3 transcripts could  be 
detected in embryos at the following stages: 1­cell (0.2 hpf), 16­cell (1.5 hpf), 32­cell 
(1.75 hpf), 50% epiboly (5.3 hpf), shield (6 hpf), 90% epiboly (9 hpf), and 6­somite 













Fig. 11. Zebrafish  tgfb3 expression  in  the  notochord (A­D) and  lens  (E­H).   Dorsal 
(A­D),  lateral (E­G) and coronal section (H) views are shown.  A: At  the 10­somite 
stage, weak but distinct expression of tgfb3 is observed in the notochord.  B,C: This 
expression  increases  in  intensity  from the 14­somite (B) to 26­somite (C)  stage.  D: 
Expression  in  the notochord begins  to decrease  from  the prim­5 stage onwards.  E: 
Tgfb3  transcripts  are  detected  in  the  lens  primordium  at  the 21­somite  stage.  F,G: 
Expression is stronger at the 26­somite (F) and prim­5 (G) stages. H: By the pec­fin 








stage  (30  hpf)  and  protruding  mouth  stage  (72  hpf),  with  expression  progressively 
decreasing towards the lens center.  By the pec­fin stage (60 hpf), lens expression was 
restricted to the outer layer lens cells (Fig. 11H). 
Tgfb3  was  also  expressed  in  the  presumptive  pharyngeal  arch  primordia  at 
around the 18­somite stage (18­hpf; Fig. 12A).  Expression intensity increased during 
the 26­somite stage (22 hpf) and prim­5 stage (24 hpf; Fig. 12B, C).  At the long­pec 









with  the  fusing  cardiac  progenitors  at  the  21­somite  stage  (19.5  hpf)  (Fig.  13D). 
Expression was more  obvious  at  the  prim­5  stage  (24  hpf) when  the  heart  tube  has 
formed (Fig. 12C, arrowhead).  Throughout the transformation of the linear heart tube 
into  a  looped  organ  from  the  prim­5  (24  hpf)  to  high­pec  stage  (42  hpf),  tgfb3 
expression was  observed  in  the whole  heart  (Fig.  13E).    At  the  long­pec  stage  (48 





The  above­mentioned  results,  showing  different  stages  and  durations  of 
expression  of  tgfb3  in  various  tissues  of  the  developing  zebrafish  embryo,  are 
summarized in Table 7. 
Table  7.  Localization  of  tgfb3  transcripts  during  segmentation,  pharyngula,  and 
hatching periods a 
Organ/tissue 
Stage  hpf  Notochord  Lens  Pectoral fin  Pharyngeal arch  Heart 
10­somite  14  +  ­  ­  ­  ­ 
14­somite  16  ++  ­  ­  ­  ­ 
18­somite  18  ++  ­  ­  +  ­ 
21­somite  19.5  ++  +  ­  ++  + 
26­somite  22  ++  +++  ­  +++  + 
Prim­5  24  +  +++  ­  +++  ++ 
Prim­15  30  +  ++  ­  +  ++ 
Prim­25  36  +  ++  +  +  ++ 
High­pec  42  +  ++  +++  +  +++ 
Long­pec  48  ­  ++  +++  +  +++ 
Pec­fin  60  ­  +  +++  +  +++ 
Protruding mouth  72  ­  +  ++  +  ++ 




Fig.  12.  Zebrafish  tgfb3  expression  in  the  presumptive  pharyngeal  arch  primordia, 
pharyngeal  arches,  and  neurocranial  cartilage.   Dorsal  (A­C),  lateral  (D, E), ventral 
(F), and coronal section (G, H) views are shown.  A: Expression of tgfb3 transcripts 
in the pharyngeal arch primordial region (arrows) starts around 18­somite stage.  B,C: 
This expression (arrows)  intensifies at  the 26­somite and prim­5 stages.   Arrowhead 
indicates  location  of  the  heart  tube.  D:  At  the  long­pec  stage,  transcripts  are 
expressed  in  the pharyngeal  arch  region and ethmoid plate.  E,F: At  the protruding 
mouth stage, weak expression is observed in all the pharyngeal arches.  G,H: Tissue 
analysis  of  the  long­pec  and  pec­fin  stages,  respectively,  showing  expression  in  the 




Fig.  13  Zebrafish  tgfb3  expression  in  the  pectoral  fins  (A­C,  F)  and  heart  (D­H). 




At  the  21­somite  stage,  transcripts  are  detected  in  the  fusing  cardiac  progenitors 
(arrow).  E,F: At the high­pec and long­pec stages, respectively, tgfb3 is expressed in 
the  entire  heart.  G,H:  Sections  from a  long­pec  stage  embryo,  revealing  transcript 




3.6  Inhibition  of  Zebrafish  tgfb3  with  Splice  Modifying 
Morpholino Ô 
Two  splice  modifying  morpholinos  (MOs)  targeted  at  the  exon  1/intron  1 
splice  junction  (e1i1  MO)  and  intron  1/exon  2  splice  junction  (i1e2  MO)  of  the 
zebrafish  tgfb3  gene were  designed  and  synthesized  by GeneTool,  LLC Company. 
Both splice modifying MOs result  in an  insertion of  intron 1  in the  tgfb3 transcripts 
(termed as morphant  transcripts).   This  insertion  leads to an  internal  in­frame STOP 
codon found in intron 1.  This morphant transcript translates into a truncated protein 
containing only partial of the propeptide of tgfb3 without the mature peptide portion. 
To  determine  the  optimal  concentration  of  each  MO,  we  used  different 
amounts of MO (3 pmoles, 2 pmoles, 1 pmoles and 0.5 pmoles) to microinject into 1­ 
2  cell  stage  zebrafish  embryos.    Generally,  at  high  amount  of MO  (3  pmoles),  we 
observed  high  embryo  mortality  rate  as  compared  to  uninjected  control  (data  not 
shown).    Conversely,  at  low  amount  of  MO  (0.5  pmoles),  no  phenotypes  were 
observed.  We found that 2 pmoles MO was optimal for our studies. 
To  confirm  that  tgfb3 was  inhibited  by  the  splice modifying MOs, RT­PCR 
analysis  using  total  RNA  extracted  from  i1e2  knockdown  morphant  embryos  and 
uninjected WT control embryos at four developmental stages: 24 hpf, 48 hpf, 72 hpf, 
and 96 hpf.   Zebrafish b­actin gene expression was used as an internal control.   The 











transcripts  in  the morphant  embryos  and  uninjected WT  embryos  by  real­time PCR 
analyses.    Real­time  PCR  analyses  were  performed  using  the  first  strand  cDNAs 
obtained  from  DNaseI­treated  total  RNA  of  morphant  embryos  and  uninjected 
embryos  at  two  developmental  stages:  24  hpf  and  96  hpf.    Zebrafish b­actin 
transcripts were used as an endogenous control. 
The  real­time  PCR  analyses  revealed  the  amount  of  morphant  transcripts 
present  in 24 hpf morphant embryos was more  than  twice  the amount present  in 96 
hpf  morphant  embryos  (Fig.  15),  supporting  the  preceding  qualitative  analysis. 
Statistical  analysis  using  one­tailed  paired  sample  test  (t­test)  showed  that  the 
calculated  t­value  (5.818) exceeds  the  tabulated  t­value  (2.920) which indicates  that 
the mean amount of morphant  transcript  is  significantly different  between morphant 
and  uninjected  embryos  (p  =  0.01).  Contrary  to  the  RT­PCR  results  (Fig.  14), 
however, we detected basal  level of morphant  transcripts  in  the uninjected embryos 
(Fig. 15).  A separate real­time PCR analysis using a different primer pairs also yield 
similar  results  (data  not  shown),  suggesting  that  this  represents  basal  levels  of 
unspliced pre­mRNAs of tgfb3. 
The  real­time  PCR  analyses  also  detected  a  1.9­fold  reduction  of  WT 
transcripts present  in  24  hpf morphant  embryos  as  compared  to  uninjected  controls 
(Fig. 16).  A slight increase of WT transcripts level was detected in 96 hpf morphant 
embryos.  Statistical analysis using one­tailed paired sample test (t­test) also showed 
that  the  calculated  t­value  (6.485)  exceeds  the  tabulated  t­value  (2.920),  indicating
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Fig.  14.  Inhibition  of  zebrafish  tgfb3 with  splice modifying Morpholino Ô . A:  i1e2­ 
MO targeted against intron 1/exon 2 causes an insertion of intron 1 in tgfb3 transcript. 
Primer 1 and 2 were used to amplify a 362 bp PCR product fragment to confirm the 
presence  of  morphant  transcript.  B:  RT­PCR  analysis  of  morphant  transcript 
expression  in  the  developing  i1e2  knockdown  morphant  embryo  and  uninjected 
control  embryo.    Upper  panel,  morphant  transcript;  lower  panel, b­actin  transcript 
(internal control).  Marker, GeneRuler Ô 50bp DNA ladder (Fermentas). 
Zebrafish tgfb3


























Fig. 15. Relative quantitation of morphant  transcripts  in uninjected control and  i1e2 
knockdown morphant embryos using real­time PCR analysis.   Y­axis  represents  the 





























Fig.  16. Relative  quantitation  of wildtype  transcripts  in  uninjected  control  and  i1e2 
knockdown morphant embryos using real­time PCR analysis.   Y­axis  represents  the 








BLAST  search  of  the  GenBank  database  using  the  sequences  of  the  two  splice 
modifying  MOs  (e1i1­MO  &  i1e2­MO)  that  were  designed  by  GeneTools,  LLC 
Company,  and  confirmed  that  these  MOs  target  specifically  against  our  gene  of 
interest ­ tgfb3 (Fig. 17). 
To demonstrate that  the phenotypes generated by the MOs are specific to the 
loss  of  endogenous  tgfb3  gene  functions,  we  used  e1i1­MO  and  i1e2­MO  that 
targeted  different  sequences  of  the  tgfb3  gene  and  analyzed  phenotypes  in  the 
morphants.    This  approach  would  enable  one  to  differentiate  between  specific 
phenotypes  and  non­specific  phenotypes.    In  addition,  two  mismatched  MOs  (5 
mismatched  bases  in  e1i1­MO  and  i1e2­MO  sequences)  were  also  included  in  our 
studies as specificity controls.  Introduction of these mismatched MOs would abolish 
the  synergy  phenotypes  observed  in  both  e1i1­MO  and  i1e2­MO  morphants,  thus 
helping  to  eliminate  any  non­specific  phenotypes  in  our  characterization  of 
knockdown morphants. 
From  our  comparisons  of  morphant  phenotypes  generated  from  e1i1­MO, 
i1e2­MO, and mismatched MOs, we  found similar phenotypes such as smaller head 













morphant  (B),  mismatched  e1i1­MO  morphant  (C),  i1e2­MO  morphant  (D,  E), 
mismatched  i1e2­MO  morphant  (F).  Shared  morphant  phenotypes  include  smaller 
head  skeleton  and  enlarged  pericardium  space  (arrowheads) were  observed  in  e1i1­ 




3.8 Craniofacial  Cartilage Phenotypes  in  tgfb3  Knockdown 
Morphant Embryos 
To  understand  tgfb3  function  in  craniofacial  cartilage  development,  we 
examined the knockdown morphant embryo phenotypes by Alcian blue staining.  In a 
live  4­dpf  (day  post  fertilization)  WT  larva,  discrete  pharyngeal  arches  could  be 
observed  and  the  mouth  opening  was  located  anteriorly  to  both  eyes  (Fig.  19A). 
However,  in  a  live  4­dpf  tgfb3  knockdown morphant  larva,  the  pharyngeal  arches 
were  not obvious  especially  the  posterior ones,  and  the mouth opening was  located 
slightly  medial  to  both  eyes  (Fig.  19B).    The  morphant  larva  also  had  an  enlarged 
pericardial  space.   The  heart was  smaller,  in  particular  the  ventricular myocardium. 
The heart rate was also slower as compared to WT larva. 
Fig. 19. Head structure of a four­day old wild­type zebrafish larva (WT) and a four­ 




Cartilage  staining revealed  that morphant  larva  had reduced  first  and second 
pharyngeal arches, and neurocranial cartilages (Fig. 20D­F).  Ventral views show that 
the Meckel’s cartilage, palatoquadrate,  and ceratohyal were  shorter  in  the morphant 
larva  (Fig.  20F).    The Meckel’s  cartilage  of  the  morphant  larva  did  not  extend  as 
anteriorly,  ending at  the  anterior  edge  of  the  eyes,  and was  slightly  indented  at  the 
medial edge.  The ceratohyal  that forms part of  the  lower  jaw also appeared slightly 
malformed.    The  hyosymplectic  and  the  palatoquadrate  (including  the  pterygoid 
process)  were  also  reduced  (white  arrow,  black  arrow  respectively;  Fig.  20D).    In 
addition,  the  posterior  pharyngeal  arches  appeared  significantly  hypoplastic. 
Neurocranial  cartilage  structures  also  appeared  reduced  in  length  and  were 
comparatively  hypoplastic,  suggesting  reduced  chondrogenesis  (Fig.  20E).    The 
ethmoid plate of the neurocranium was also less differentiated anteriorly. 
Inhibition  of  tgfb3 gene  function also  affected  the  pectoral  fin development. 
The WT pectoral appendage consists of the cleithrum (cl), scapulocoracoid (co), and 




These  results  suggest  that  tgfb3  is  involved  in  the  formation of cartilages of 
the  pharyngeal  arches,  neurocranium,  and  pectoral  fin  appendages.    To confirm  the 
results obtained from cartilage staining, we examined the expression of sox9a, a gene 
that is expressed in the pharyngeal arches, neurocranial cartilages and pectoral fin,  in 
48  hpf  knockdown  morphant  embryos.  The  results  confirm  that  the  pharyngeal 





vertebrate  head  (LaBonne  and  Bronner­Fraser,  1999;  Noden  and  Trainor,  2005; 
Trainor and Krumlauf, 2001).  Neural crest cells are formed at the neural plate border 
during  neurulation.    Soon  after  they  are  formed,  most  of  them migrate  extensively 
throughout  the  embryo  and  participate  in  the  formation  of  a  variety  of  structures 
including cartilages and bones.  To determine whether tgfb3 affects the migration of 
cranial  neural  crest  cells,  we  examined  the  expression  of  dlx2  in  the  knockdown 




absent  in  the  morphant  embryos  (arrowhead,  Fig.  22C).  This  result  suggests  that 
tgfb3 is not required for the migration of cranial neural crest cells, but may influence 







indicate  the  hyosymplectic  and  the  pterygoid  process  of  palatoquadrate  in WT  and 
tgfβ3 MO  larvae,  respectively. D­F, H: Cartilage  formation  in  the  pharyngeal  arches, 
neurocranium, and pectoral  fin appendages are affected when tgfβ3 gene  is knocked 
down by  i1e2­MO. ep, ethmoid plate; tr, trabecula; pch, parachordal; nc, notochord; 





cartilage,  and pectoral  fins  of 48 hpf wild­type  (WT)  and  tgfβ3 morphant  (tgfβ3 MO ) 
larvae. Lateral (A, D), ventral (B, E), and  flat­mount (C, F) views are  shown.   Flat­ 
mounts  show  that  tgfβ3 MO  embryos  have  reduced  pharyngeal  arches,  neurocranial 
cartilages, and pectoral fins.  ep, ethmoid plate; pa, pharyngeal arches; pf, pectoral fin; 
co, scapulocoracoid; ed, endochondral disc. 
Fig.  22.  Expression  of  neural  crest marker  dlx2  in  14­somite  stage wild­type  (WT) 
and  tgfβ3 morphant  (tgfβ3 MO ) embryos. Lateral  (A, C),  and dorsal  (B, D) views are 
shown.  Arrowheads  in  A  and  C  indicate  the  anterior  neural  crest  cells.  S1  to  S3 
represent  the  three  streams of  neural  crest  cells. D: Neural crest  cells present  in  the 






at  specific  locations  (Cubbage  and  Mabee,  1996).    Nine  of  them  develop  in  the 
pharyngeal arch region of larva one week after  fertilization.   These elements consist 





(opercle, cleithrum,  branchiostegal  ray),  and others were  invariably absent  (dentary, 
maxilla) (Fig. 23).  Most of the cartilage replacement bones were completely missing 
(ceratohyal, hyomandibular, quadrate, retroarticular), whereas others were reduced in 
size  (ceratobranchial  5)  (Fig.  23).    We  conclude  that  tgfb3  is  important  for  the 
formation of both dermal bones and cartilage replacement bones  in the cephalic  and 
pectoral  fin  skeleton.   These results  further confirm and support the role of tgfb3  in 





red  staining  of  live  10  dpf  wildtype  (WT)  and  morphant  (tgfβ3 MO ).  Known 
ossifications in the young WT zebrafish (E). Lateral (A, C), ventral (B, D) views are 
shown. C: Opercle, cleithrum, branchiostegal rays, and ceratobranchial 5 are reduced. 
D:  Dentary,  maxilla,  ceratohyal,  hyomandibula,  quadrate,  and  retroarticular  are 
absent.  bsr,  branchiostegal  rays;  cb5,  ceratobranchial  arch  5;  ch,  ceratohyal;  cl, 





The  notochord  is  a  rod­shaped  mass  of  vacuolated  cells  that  lies  directly 
beneath  the  neural  tube  (Kimmel  et  al.,  1995;  Stemple,  2005).  It  is  an  embryonic 
principal midline supportive structure found commonly in all members of the phylum 
Chordata.  It is also involved in patterning multiple adjacent cells and tissues. 
As  mentioned  in  a  previous  section,  tgfb3  is  expressed  in  the  notochord 
beginning  with  the  10­somite  stage  (14hpf).  To  understand  the  role  of  tgfb3  in 
notochord  development,  we  examined  the  notochord  phenotype  of  the  morphant 
embryo.  At the 18­somite stage, we observed some undulation in the notochord of the 
live morphant  embryo  (Fig.  24B).    In  addition,  the  somites  flanking  the  notochord 
lacked  a  distinct  chevron  outline  (white  arrows,  Fig.  24B).    To  confirm  the 
morphological observation, we examined the expression of ntl, a notochord marker, in 
these embryos.  In situ hybridization results confirmed the presence of undulation in 
morphant embryos  (Fig.  24G).    In addition,  there was  an  observable  increase  in ntl 
expression within the morphant notochord (Fig. 24H).  Transverse section of stained 





Fig.  24.  Notochord  phenotype  in  knockdown  tgfβ3  morphant  embryos.  Brightfield 




embryo  (B). Dashed  lines  indicate  the  sites where  transverse  sections  are made. G: 
Undulating notochord phenotype is observed in the morphant embryo.  H: Transverse 






















Fig. 25. Notochord cross­sectional  area  in morphant embryos. Y­axis  represents  the 
notochord  area  (um 2 )  and  X­axis  represents  sample  ID.    Standard  deviation  is 






The  heart  field  is  found  within  the  bilateral  regions  of  the  ALPM  (anterior 
lateral  plate  mesoderm)  and  it  contains  the  precursors  for  the  heart,  and  can  be 
identified  by  its  expression  of  several  myocardial  differentiation  genes  including 
nkx2.5  (Chen  and  Fishman,  1996;  Lee  et  al.,  1996).  Previous  lineage  analysis  has 
shown that the expansion of this domain in the midline is limited and regulated by the 
notochord  (Goldstein  and  Fishman,  1998), which  suppresses  its  posterior  expansion 
by delimiting the posterior extent of the expression of nkx2.5. 




in  10­somite  stage  morphants.    Cardiac  progenitor  cells  were  detected  by  in  situ 
hybridization with nkx2.5, while the notochord was detected using an antisense RNA 
probe for ntl.  Among morpholino­injected embryos, 44% exhibited a detectably more 
diffuse  expression  of  nkx2.5  even  in  the  absence  of  an  undulating  notochord  (Fig. 
26B,  E).    This  observation  suggests  that  loss  or  reduction  of  tgfb3  directly  affects 
organization  of  the  heart  field  domain.    In  morphant  embryos  with  undulating 
notochords,  there was  a  significant  reduction  or absence  of  cardiac progenitor  cells 
(28%;  Fig.  26C,  F).    In  addition,  the  posterior  extension  of  the  heart  field  domain 
appeared  truncated.  This  observation  suggests  that  maintenance  of  the  intact 
notochord structure is important in regulating the posterior extension of the heart field 
domain, and could be linked to the effect of tgfb3 on the notochord.
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Fig.  26.  Loss  of  tgfb3  affects  the  organization  and  posterior  extension  of  the  heart 
field domain. Lateral (A­C), and dorsal (D­F) views are shown. White arrows indicate 
the bilateral cardiac progenitors. Black arrows indicate the tailbud. Black arrowheads 
indicate  the  notochord. Two­colour whole­mount  in  situ  hybridization  is  performed 
using  digoxenin­labelled  antisense  nkx2.5  riboprobe  and  fluorescein­labelled 
antisense  ntl  riboprobe. A, D: Heart  field  domain  in WT  embryo. B, E: Heart  field 





The  heart  is  the  first  internal  organ  to  form  and  function  in  zebrafish 
(Glickman  and  Yelon,  2002;  Kimmel  et  al.,  1995;  Stainier,  2001;  Trinh  le  and 
Stainier,  2004).   The heart  is a  simple  tube  that comprises of  two concentric  layers: 
myocardium and endocardium.   This  two­layered  tube  is  subdivided  into  two major 
chambers:  the posterior atrium and  the anterior ventricle.   Formation of  the  heart  is 
complex and  involves processes  such as heart  field  formation, migration  to midline, 
heart  tube  elongation,  heart  tube  looping,  valve  formation  and  myocardial 
remodelling.  The spatial and temporal coordination of these processes is important to 
ensure a functional heart is formed. 
As  mentioned  in  section  3.8,  live  4  dpf  morphant  larva  had  an  enlarged 
pericardial space.  Overall, the heart was smaller and underdeveloped.  The heart rate 
was  also  slower  compared  to WT  larvae.  To  further  investigate  the  role  of  tgfb3 
during heart formation, we examined the expression of nkx2.5, a transcription factor 
crucial  for  cardiac  development,  during  (a)  cardiac  cone  formation,  (b)  heart  tube 
elongation, and (c) heart tube looping.  Morphants at three developmental stages (22­ 
somite,  24  hpf  and  48  hpf)  were  examined  by  in  situ  hybridization  analysis. 
Approximately 46% of  the 22­somite  stage morphant embryos (18/39) had diffused 
expression  of  nkx2.5  in  the  cardiac  cone  (Fig.  27B &  B’)  compared  to  uninjected 
controls  (Fig.  27A  &  A’),  suggesting  a  perturbation  of  concentric  cardiac  cone 
formation.  Another  39%  of  22­somite  stage  morphant  embryos  (15/39)  showed 
cardiac cones that were displaced either  to the  left or right of the midline (Fig. 27C, 
C’, D & D’), implying impaired midline migration of the bilateral cardiac progenitors. 





5%  of morpholino­injected  embryos  (2/39)  showed  a  normal  expression  pattern  of 
nkx2.5 (Fig. 27F & F’). 
Among  24  hpf morphant  larvae,  54%  (15/28)  showed  normal  expression  of 
nkx2.5 (Fig. 28B, B’), with properly extended heart tubes and rightward sloping apical 




combination  of  defective  heart  tube  formation  and  extension,  and  incorrect 
positioning (Fig. 28E, E’).  In these latter morphant larvae, the heart tubes were either 
positioned medially along  the antero­posterior axis (14%) or  sloping toward the  left 
side  of  the  body  (4%).    The  rightward  tilt  of  the  normal  extending  heart  tube 
represents  the earliest morphological  sign of  left­right  asymmetry  in the developing 
zebrafish.    The  above  observations  suggest  that  loss  of  tgfb3  affects  the  normal 
extension of the heart tube and left­right orientation of the heart. 
Of  the  48  hpf  morphant  larvae,  38%  (18/47)  showed  normal  expression  of 
nkx2.5, with normal heart morphology (Fig. 28G, G’).  In contrast, 43% (20/47) had a 
noticeably  smaller  heart  (Fig.  28H,  H’).  In  another  13%  (6/47),  the  ventricle  was 
incorrectly positioned  to  the  left  of  the  atrium  instead  of  to  the  right  (Fig.  28I,  I’), 
suggesting  a  perturbation  of  the  atrioventricular  looping.  In  the  remaining  6%  of 








the  zebrafish  embryo  that  is  known  to  initiate  left­right  development  of  the  brain, 
heart  and  gut.  Approximately  34%  of  tgfb3  morphant  embryos  showed  a  smaller 
Kupffer’s  vesicle  as  compared  to WT  embryos  (Fig.  29C).  Significantly,  46%  of 
tgfb3 morphant embryos lacked a visible Kupffer’s vesicle (Fig. 29D), suggesting that 




Fig.  27.  Cardiac  cones  formation  in  tgfb3 MO  embryos.  Expression  of  nkx2.5  is 
examined in whole­mount WT and tgfb3 MO embryos. Dorsal views of the embryos are 
shown. White arrowheads indicate the endodermal expression of nkx2.5. A, A’: In 22­ 
somite  stage WT  embryo,  the  bilateral  cardiac  progenitors  migrate  and  fuse  in  the 
midline of  the embryo and  form a concentric cardiac cone (black arrow, A’). B, B’: 
Approximately  46%  of 22­somite  stage  tgfb3 MO  embryos  do  not  have  a  concentric 
cardiac  cone  (white arrow, B’). C, C’,  and D, D’: Another 39% of 22­somite  stage 
tgfb3 MO  embryos  display  displacement  of  their  cardiac  cones  (white  arrow,  C’  and 
D’). E, E’: No  fusion of  the bilateral cardiac progenitors  is observed  in 10% of 22­ 









heart  tube  that  will  form  the  future  ventricle  and  atrium  of  the  mature  heart, 
respectively.  B,  B’:  Normal  expression  of  nkx2.5  is  observed  in  54%  of  24  hpf 
tgfb3 MO  embryos.  C,  C’:  Decrease  expression  of  nkx2.5  in  14%  of 24  hpf  tgfb3 MO 
embryos. D, D’: Another 14% show defects  in  the formation and extension of heart 
tube.  E,  E’:  A  combination  of  defective  heart  tube  formation  and  extension,  and 
incorrect positioning is observed in 18% of 24 hpf tgfb3 MO embryos. F, F’: In 48 hpf 
WT  embryo,  bending  at  the  atrioventricular  boundary  forms  an S­shaped  loop  that 
repositions the ventricle to the right of the atrium (black arrowhead). G, G’: Normal 







The  spherical  KV  forms  in  the  tailbud  of  a  14­somite  stage  WT  embryo  (black 
arrowhead, and inset fig.). B: Normal size KV is found in 20% of the 14­somite stage 
tgfb3 MO embryos (black arrowhead, and inset). C: Smaller KV is observed in 34% of 





To  complement  the  loss­of­function  experiments,  we  conducted 
overexpression experiments  to  investigate  the effect of excess  tgfb3 on (a) cartilage 
development, (b) notochord development, and (c) cardiac development.  In zebrafish, 
overexpression  analysis  can  be  achieved  by  microinjecting  in  vitro  synthesized 
capped  mRNA  into  1­4  cell  stage  embryos.    This  method  is  commonly  used  to 
achieve uniform ectopic expression of a particular gene. 
3.13.1  Capped  sense  mRNA  synthesis  and  validation  of  mRNA 
integrity 
The coding region of tgfb3 was  first  cloned  into the T7TS expression vector 




The ability of  the  tgfb3 mRNA  to  be  translated  into  full­length  peptide was 
confirmed  using  the  Promega  Transcend  non­radioactive  translation  system  (Fig. 
30C).   T7TS vector  served as a  negative control, while T7TS_EGFP was used as a 
positive control.  No band was observed in the negative control  lane, an expected 27 





Fig.  30.  Synthesis  and  validation  of  tgfb3  capped  mRNA  used  for  overexpression 
study. A: T7TS_tgfb3 expression construct map. B: In vitro synthesized tgfb3 capped 
mRNA. Positive  control –  PTRI­Xef  capped mRNA.  C:  tgfb3  protein  is  translated 







stage  embryos,  which  were  allowed  to  develop  to  4  dpf.  No  obvious  difference 
between uninjected and 78% of injected live embryos (52/67) could be detected (Fig. 
31A, E).  However, 22% of injected live embryos (15/67) showed enlarged pericardial 
space  and  defective  heart  (data  not  shown).  Cartilage  staining  did  not  reveal  any 
defects in  the head cartilage  skeleton of all tgfb3 OE  (injected) embryos (Fig. 31B­D, 
F­H).    These  results  indicate  that  excess  and  ectopic  expression  of  tgfb3  has  no 
detectable effect on head cartilage development. 
3.13.3 Overexpression of tgfb3 and notochord development 
To  investigate  the  effect  of  ectopic  overexpression  of  tgfb3  on  notochord 
development, we also examined the expression of the notochord marker, ntl  in thirty 
eight 18­somite stage overexpressed embryos (tgfb3 OE ).  Interestingly, 55% of tgfb3 OE 
embryos (21/38) showed undulated notochords and noticeably increased expression of 
ntl  (Fig.  32E­F),  reminiscent  of  the  knockdown  morphant  notochord.    This  result 
indicates that either a decrease or an increase in tgfb3 expression can adversely affects 
the  normal  development  of  the  notochord.   More  importantly,  the  knockdown  and 






development, we examined  the cardiac cone  formation and  heart  tube elongation  in 
sixty  overexpressed  embryos  by  observing  the  expression  of  nkx2.5.  Two 
developmental  stages:  22­somite  and 24  hpf  stage  overexpressed  embryos  (tgfb3 OE ) 
were  collected  for  in  situ  hybridization  experiments.  Approximately  33%  of  22­ 
somite  stage  tgfb3 OE  embryos  (11/33)  showed  diffuse  expression  of  nkx2.5  in  the 
cardiac  cone,  suggesting  incomplete  migration  to  form  the  concentric  cardiac  cone 
(Fig. 33B, B’).  Another 28% of embryos  (9/33) additionally exhibited a  noticeable 
displacement  of  their  cardiac  cones  away  from  the  midline  (Fig.  33C,  C’,  D,  D’), 
suggesting aberrant fusion of the bilateral cardiac progenitors at the midline.  In 3% of 
embryos  (1/33),  there was  incomplete  fusion  of  the  bilateral  cardiac  progenitors  to 
form  the  cardiac  cone  (Fig.  33E,  E’).  The  remaining  36%  of  embryos  (12/33) 
showed a normal pattern of expression of nkx2.5 (Fig. 33F, F’). 
In  the  24  hpf  tgfb3 OE  embryo,  65%  (17/26)  showed  normal  expression  of 
nkx2.5  (Fig.  34B, B’), with  proper  extension  and  rightward  orientation of  the  heart 
tubes.  However,  19%  of  embryos  (5/26)  showed  defects  in  the  extension  of  their 
heart  cones  to  form  linear  heart  tubes  (Fig.  34C,  C’).  A  combination  of  defects  in 
heart tube elongation and rightward orientation of the heart apex end was observed in 
12%  of  embryos  (3/26;  Fig.  34D,  D’).    Since  this  rightward  orientation  of  the 
extending heart  tube signals the  initiation of  left­right development of  the heart, our 
above  observation  suggests  that  an  increase  in  tgfb3  transcripts  in  the  embryos can 






and  a  four­day  old  overexpressed  larva  (tgfβ3 OE ).  Brightfield  (A,  E).  Alcian­blue 
stained  (B­D;  F­J). Lateral  (A,  E,  and B,  F),  dorsal  (C, G),  and  ventral  (D, H)  are 
shown. White arrows and black arrows in B and F indicate the hyosymplectic and the 
pterygoid  process  of  palatoquadrate  in  WT  and  tgfβ3 OE  larvae,  respectively.  F­H: 
Cartilages  formation  in  the  pharyngeal  arches,  and  neurocranium  are  not  affected 








flanking  somites  (A,  D).  Black  arrowheads  indicate  differences  in  notochord 




Fig.  33.  Cardiac  cones  formation  in  tgfb3 OE  embryos.  Expression  of  nkx2.5  is 
examined in whole­mount WT and tgfb3 OE embryos. Dorsal views of the embryos are 





cardiac  cones  (white  arrows,  C’  and D’).  E,  E’:  Incomplete  fusion  of  the  bilateral 








24 hpf WT embryo,  the cardiac cone extends  leftwardly and  forms the heart  tube. a 
and b indicate the apex and base of the heart tube which will form the future ventricle 









Three  isoforms of TGFb  exist  in mammals, TGFb1, TGFb2, and TGFb3, all 
three of which  share a  very  similar molecular structure.  TGFb3 is  synthesized as a 
pre­pro­monomeric  protein  and  is  cleaved  to  form  a  112  amino  acid  mature 
polypeptide.    It  is expressed  in  specific  spatio­temporal patterns during early mouse 
embryogenesis  and  possesses  a  wide  spectrum  of  regulatory  activities  such  as  the 
control  of  cell  differentiation,  regulation  of  extracellular  matrix  deposition,  cell 
migration and differentiation, and epithelial­mesenchymal transformation (Massague, 




the  Siberian  sturgeon,  rainbow  trout,  European  eel,  and  plaice  (Laing  et  al.,  2000; 
Laing  et  al.,  1999).    In  this  study, we  have  characterized  the  full­length cDNA and 
genomic  organization of  zebrafish  tgfb3,  and  observed  a  high  degree  of  nucleotide 
and  amino  acid  conservation  with  other  species.    Although  the  predicted  mature 
bioactive  domain  of  zebrafish  tgfb3  differs  from  its  human  counterpart  by  six 





(Hart  et  al.,  2002).    In  zebrafish  tgfb3,  nine  of  these  10  residues  critical  for
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ligand/receptor  interaction  are  identical  with  human,  revealing  a  high  degree  of 
functional conservation between man and fish.  Only residue K31 in human has been 
replaced  by R31  in the zebrafish.   The  functional  significance of this  substitution  is 
unknown.




junctions and similar exons  sizes but  introns of different sizes.  Except for  introns 1 







As  a  first  step  toward  a  detailed  functional  analysis  of  tgfb3  in  zebrafish 
development,  we  performed  in  situ  expression  analysis  of  early  stage  zebrafish 
embryos.  Tgfb3 transcripts were first detected along the notochord of 10­somite stage 
embryos.    The  notochord  is  a  rod­like  principal midline  supportive  structure  of  the 
embryo and  larva  that  is derived  from axial mesoderm (Kimmel et  al., 1995).    It  is 




et  al.,  1993),  paraxial  mesoderm (Koseki  et  al., 1993;  Pourquie  et  al.,  1993),  aorta 
(Fouquet et al., 1997), and pancreas (Kim et al., 1997).  Also, the anterior notochord 
regulates  the  cardiac  lineage  in  the  zebrafish  through  a  suppressive  effect  on  the 
precardiac  field, by delimiting the posterior extent of expression of nkx2.5, a crucial 
transcription  factor  for  cardiac  development  (Goldstein  and  Fishman,  1998).    The 
presence  of  tgfb3  transcripts  in  the  notochord  suggests  a  role  in  notochord 
development  and  differentiation.    Its  expression  in  the  notochord  ahead  of  its 









Strong Tgfb3  expression  in  the mammalian  forelimb,  a  structure orthologous  to  the 
pectoral  fin,  has  not  been  reported.    However,  an  earlier  study  observed  that 
programmed cell death in the interdigital spaces of developing limbs is partly reduced 
in  Tgfb2 ­/­ Tgfb3 +/­  mice  and  significantly  reduced  in  Tgfb2 ­/­ Tgfb3 ­/­  double 
homozygous  null  mice  (Dunker  et  al.,  2002).    These  results  suggest  that Tgfb  is  a 
critical extrinsic  factor required to regulate programmed cell death  in the  interdigital 





Tgfb3  transcripts  were  also  detected  in  the  pharyngeal  arch,  neurocranial 
elements and  the entire heart  in 48  hpf and 72 hpf embryos.   Pharyngeal  arches are 
reiterated  series  of  structures  that  nerves,  muscle,  and  the  pharynx  originate  and 
differentiate (Graham and Smith, 2001).   Together,  they serve  the dual  functions of 
respiration  and  feeding  in  vertebrates.    Each  arch  is  made  of  an  outer  covering  of 
ectoderm,  an  inner  covering  of  endoderm,  and  a  mesenchymal  core  derived  from 
neural  crest  and  mesoderm.    The  first  and  most  anterior  arch  forms  the  jaw,  the 
second arch forms the hyoid apparatus, and the remaining five posterior arches form 
either  the gills  in  fish or  the  throat  in  birds and mammals.   The development of  the 
pharyngeal  arches  is  complex  and  well  co­ordinated,  so  as  to  ensure  that  all 
components  are  generated  and  each  arch  possesses  its  distinct  identity.    In  mice 
homozygous  null  for  Tgfb3,  the  palatal  shelves  fail  to  fuse  resulting  in  a  cleft 
secondary  palate.    The  mammalian  secondary  palate  is  derived  from  the  maxillary 
process of  the  first branchial arch.  Since  fish do not possess a structure resembling 
the entire mammalian palate, the presence of tgfb3 transcripts  in the pharyngeal arch 
and  ethmoid  plate  thus  suggests  a  modified  role  for  tgfb3  in  pharyngeal  arch  and 
neurocranial development in the developing zebrafish. 
Development  of  the  heart  is  a  complex  process  and  many  heart  related 
diseases  are  contributed  by  structural  defects.    The  morphogenetic  process  of 
endocardial  cushion  transformation  and  invasion  that  occurs  in  the  atrioventricular 
canal  and  outflow  tract  of  the  rudimentary  heart  is  important  for  normal  valve 
development and cardiac septation (Camenisch et al., 2002).  In avian embryos, both 
tgfb2  and  tgfb3  are  expressed  in  the  endocardial  cushions  before  transformation 
events, while  tgfb1  is not detected (Camenisch et al., 2002).  Avian tgfb2 and tgfb3 
have  distinct  roles  during  avian  heart  development.    Atrioventricular  canal
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endocardial  cell  activation  and  septation  are  mediated  by  tgfb2,  whereas  tgfb3  is 
required for mesenchymal cell formation and invasion into underlying matrix.  In the 
mouse,  however,  neither  Tgfb1 ­/­  nor  Tgfb3 ­/­  mutant  mice  produced  an  abnormal 









normal expression and observing its effects.  In this  study,  this was achieved by the 
gene ‘knockdown’ approach using splice modifying Morpholino Ô and overexpression 
studies. 
Due  to  the  unavailability  of  embryonic  stem  cells  and  gene  knockout 
technology in zebrafish, antisense oligonucleotide targeting approach ­ Morpholino Ô 




mechanisms  of  MO  targeting,  translation  inhibition  and  pre­mRNA  splicing 




AUG  translational  start  site binds and sterically prevents scanning of  the mRNA by 
the 40S ribosomal subunit (Ekker and Larson, 2001).  As a result, the protein product 
coded by that particular mRNA is not synthesized.   In contrast,  inactivation of gene 
function  via  the  pre­mRNA  splicing  inhibition  mechanism  is  by  targeting  an  exon­ 
intron  junction  to  induce  aberrant  pre­mRNA  splicing  (Draper  et  al.,  2001).    This 
leads  to  either  exon  skipping  or  cryptic  site  splicing,  resulting  in aberrantly  spliced 
transcripts that often encode a non­functional gene product.  These aberrantly spliced 




to inhibit  tgfb3 gene  function.   In our case, we  found that translation blocking MOs 
gave rise to relatively high non­specific effects such as ubiquitous cell death, defects 
in  epiboly,  neural  degeneration,  and  severely  reduced  body  axis  (data  not  shown). 
These non­specific effects mask accurate characterization of  the specific knockdown 
morphant  phenotypes.    Therefore,  we  used  the  splice  modifying  MOs  for  our 
downstream knockdown analyses. 
To  determine  the  effectiveness  of  i1e2­MO  in  inactivating  tgfb3  gene 
functions, we performed both RT­PCR analysis and real­time PCR quantitation.  RT­ 
PCR analysis confirmed that tgfb3 was inhibited by i1e2­MO.  The result also showed 
that by 96 hpf,  the amount of morphant  transcripts had decreased to about  less  than 
half the amount detected at 24 hpf.  We conclude that i1e2­MO provides a significant 




be  due  to  dilution  and  unequal  distribution  of  the  MO  associated  with  cell 
proliferation.    The  efficacy  of  i1e2­MO was  also measured  and  confirmed  by  real­ 
time  PCR  quantitation.    We  conclude  that  the  splice  modifying  MO,  i1e2­MO  is 
effective in disrupting tgfb3 pre­mRNA splicing. 
Antisense  gene  targeting  approach  is  known  to  produce  unpredictable  and 
undesirable effects on cellular processes beyond the targeting of  the gene of  interest 
(Ekker,  2000;  Ekker  and  Larson,  2001; Heasman,  2002).    The  characterization  and 
elimination of these non­specific effects are  important when we use this approach to 
inactivate  gene  function.    Some  of  the  well­documented,  less  severe  mistargeting 
phenotypes in zebrafish include localized and transient cell death in areas surrounding 
the  developing  eyes  and  ventricles  in  the  developing  brain.    The  more  severe 
mistargeting  phenotypes  include  severely  reduced  body  axis  and  cell  death  at  each 
somite  boundary.    To overcome  this  known  limitation  of MO­based gene  targeting, 
we included two MOs that targeted against different sequences of tgfb3 gene and two 
mismatched MOs as  specificity controls  in our  studies.   Phenotypes such as smaller 
head skeleton, enlarged pericardial space, defective  heart,  and undulating  notochord 
were observed from both tgfb3­specific MOs.   Therefore, we conclude that the head 
skeleton, heart,  and  notochord of  the zebrafish are affected when we down­regulate 




of 22  separate  bones,  as well  as  20  deciduous  and  32  permanent  teeth  (Wilkie  and 
Morriss­Kay,  2001).    Normal  development  of  the  head  is  a  dynamic,  tightly
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controlled,  and  complex  process  that  involves  complex  networks  of  signaling 
transduction  pathways  (Francis­West  et  al.,  1998).    These  developmental  processes 
have  been  highly  conserved  during  evolution.    Generally,  the  skull  consists  of  two 
major  entities,  the  neurocranium  and  the  viscerocranium (Wilkie  and Morriss­Kay, 
2001).  The neurocranium, which includes the frontal, parietal, occipital, sphenoid and 
temporal  bones,  surrounds  and  protects  the  brain  and  sensory  organs,  whereas  the 
viscerocranium  includes  the  mandible,  maxilla,  zygoma,  nasal,  palatal,  pharyngeal, 
temporal and auditory bones, which forms the key skeleton of the face. 
Zebrafish tgfb3 transcripts were detected in the pharyngeal arches and ethmoid 
plate.    Cartilage  staining  revealed  that  inhibition  of  tgfb3  expression  results  in  a 
reduction of the pharyngeal arches, and neurocranial cartilages.  In situ hybridization 
using  a  known  tissue  molecular  marker  for  pharyngeal  arches  and  neurocranial 
cartilages,  sox9a,  confirmed  the  cartilage  staining  results.  Therefore,  we  conclude 
that  tgfb3  is  essential  for  proper  cartilage  formation  in  the  pharyngeal  arches  and 
neurocranium. 
The neural crest  is thought to play a key role in pharyngeal arch development. 
The  neural  crest  is a population of pluripotent progenitor cells  that  is  formed  at  the 
neural  plate  border  during  neurulation  (LaBonne  and Bronner­Fraser,  1999; Noden 
and  Trainor,  2005;  Trainor  and  Krumlauf,  2001).    They migrate  ventrally  in  three 
distinct streams towards the pharyngeal arch region and participate  in the pharyngeal 
arch formation.  Generally, the neural crest cells that arise from the posterior midbrain 
and  rhombomere 1 and 2 will populate  the  first pharyngeal arch.   Neural crest  cells 





was  unperturbed  except  for  the  anterior  neural  crest  cells  of  the  first  presumptive 
neural  crest  stream.    Nevertheless,  dlx2  expression  appeared  reduced  in  all  three 
presumptive neural crest streams.  Therefore, tgfb3 is not required for the migration of 
cranial  neural  crest.    However,  it  appears  to  be  necessary  for  the  specification  and 
differentiation of neural crest cells in the presumptive neural crest streams especially 
the  anterior  neural  crest  cells  of  stream  1.    This  supposition  is  supported  by  the 





cranial  neural  crest  and  found  that  the  most  anterior  neural  crest  cells  of  the  first 
presumptive neural crest stream (just posterior to the eye) contribute to the formation 
of ethmoid plate and  trabeculae  (anterior neurocranium).   Neural  crest  cells  slightly 













tissue  membrane,  while  cartilage  replacement  bones  are  bones  that  ossify  from  a 
cartilage.  Nine out of the 74 cranial bones develop in the pharyngeal arch region one 
week  after  fertilization.    They  are  found  in  the  first  two  and  the  last  of  the  seven 
arches formed in the zebrafish.  The first arch consists of a dorsal and a ventral dermal 
bone,  the  maxilla  and  dentary,  respectively  and  a  dorsal  and  ventral  cartilage 
replacement bone, the quadrate and retroarticular,  respectively (Kimmel et al., 2003). 
The second arch includes a dorsal and two ventral dermal bones, the opercle and two 
branchiostegal  rays,  and  a  dorsal  and  ventral  cartilage  replacement  bone,  the 
hyomandibula and ceratohyal.  A cartilage replacement bone, ceratobranchial 5, and a 
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In  10  dpf  tgfb3  morphants,  we  observed  that  the  quadrate  was  completely 
absent.  The  quadrate  is  the  dorsal  cartilage  replacement  bone  arising  from  the 
palatoquadrate cartilage of  the  first pharyngeal arch (Kimmel et al., 1995).   It forms 
the  main  part  of  the  upper  jaw  skeleton  and  lateral  part  of  the  larval  palate.    The 




phenotype  reported  in  Tgfb3­/­  null  mice  (Kaartinen  et  al.,  1995;  Proetzel  et  al., 
1995),  and  suggests  that  the  role  of  TGFb3  in  palatogenesis  has  been  conserved 
throughout the vertebrate evolution. 
In the  tgfb3 morphants, we also observed  that  the opercles were smaller and 
lacked  the  characteristic  fan  shape.    In  addition,  only  one  branchiostegal  ray  was 
detected and the hyomandibula was absent.  Both the opercle and branchiostegal rays 
are known to  support the gill chamber of  the zebrafish (Kimmel et al., 2003).     The 
opercle  is  a  large  dorsal  fan­shaped  bone  that  articulates  with  the  underlying 
hyomandibula  by  a  hinged  joint.    It  serves  as  a  principal  support  to  the  opercular 
cover and its movements are important for respiratory pumping.  The lower part of the 
gill  chamber  is  supported  by  the  ventrally  located  branchiostegal  rays.    These  rays 
allow  flexible  expansion  and  contraction  of  the  gill  chamber  cavity  during  gill 
breathing.     With  the  absence  of  the  hyomandibula  and  a  smaller  size  opercle,  we 
postulate  that  the  articulation  of  opercle with  the  underlying  hyomandibula  via  the 
hinged  joint  is  absent  in  the morphant.   This would  indirectly  affect  the  respiratory 
pumping movements of the opercular cover during gill breathing.  With the presence 




Cardiomyocytes  form  the  major  structural  and  functional  cells  in  the  heart 
(Harvey, 2002).  They originate from three sources depending on the stage of cardiac 
development.   During early cardiac development (before heart  tube  formation),  they 
originate from cardiac progenitors present  in the bilateral primary heart  fields of  the
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crest  cells  originate  from  a  region  along  the  rostrocaudal  axis,  starting  from  the 
midbrain/hindbrain  boundary  to  the  sixth  somite  (Li  et  al.,  2003;  Sato  and  Yost, 
2003).  This region is noted to be broader than those identified in the chick and mouse 
(Jiang  et  al.,  2000;  Waldo  et  al.,  1999).  Cardiac  neural  crest  contribution  to  the 
vertebrate  cardiovascular  system  development  is  limited  to  the  development  of 
endocardial  cushions  in  the  outflow  tract  and  aortic  arches  of  the  cardiovascular 
system (Jiang et  al., 2000; Kirby et  al., 1983; Kirby et  al., 1985; Kirby and Waldo, 
1990; Waldo et al., 1998; Waldo et al., 1999).  In zebrafish, however, cardiac neural 
crest  cells  participate  in  structuring  the  whole  heart,  forming  muscle  cells  in  the 
myocardium and  invading all  segments of  the  heart  including  the  bulbus arteriosus, 
ventricle, atrioventricular junction, and atrium (Li et al., 2003; Sato and Yost, 2003). 
Members of the TGFb  family are known to be expressed in tissues or organs 
derived  from neural  crest  cells  during  vertebrate embryogenesis  (Chai  et  al.,  2003). 
During  avian  cardiac  morphogenesis,  tgfb3  transcripts  are  expressed  in  the 
endocardial  cushions  before  endocardial  transformation  events,  and  are  required  for 
mesenchymal  cell  formation  and  invasion  into  underlying  matrix  of  the  heart 
(Camenisch et  al.,  2002).  In the mouse, Tgfb3 proteins are detected  in the cardiac 
muscle  and  heart myocytes  (Millan  et  al.,  1991;  Pelton  et  al.,  1991;  Schmid  et  al., 
1991a).    Little  is  known  about  the  functional  role  of  mouse  Tgfb3  in  cardiac
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morphogenesis  as  the  Tgfb3 ­/­  mutant  mice  did  not  produce  an  abnormal  cardiac 
phenotype (Kaartinen et al., 1995; Proetzel et al., 1995).  Unlike the chick and mouse, 
zebrafish  tgfb3  transcripts  were  detected  much  earlier  in  the  fusing  cardiac 
progenitors  at  the  21  somite  stage,  and  also  later  in  the  myocardium  of  the  entire 
developing heart.  Therefore, tgfb3 may perform a more critical role in morphogenesis 
of the zebrafish heart compared to the higher vertebrates. 
When zebrafish  tgfb3 gene  is  inhibited, we observed that  the morphant  larva 
had  pericardial  edema.   The  heart  appeared  smaller,  and  had a  slower  heart  rate  as 
compared  to  unperturbed  larvae.    Examination  of  the  developing  heart  of  the 
morphant  during  four  cardiac  developmental  stages:  heart  field  formation,  cardiac 
cone  formation,  heart  tube  elongation,  and  heart  tube  looping,  revealed  interesting 
findings consistent with a critical role of this gene in zebrafish cardiac morphogenesis 
that has not been observed in higher vertebrates. 
First,  tgfb3  may  regulate  the  presence  of  cardiomyocytes  via  two  levels  of 
control.    The  first  level  of  control  involves  establishment  of  cardiac  progenitors 
present  in the primary heart field domain.  In zebrafish, cardiomyoctyes differentiate 
from the precardiac ALPM at around 13­14 somite stage (Glickman and Yelon, 2002; 
Yelon et  al., 1999).   When tgfb3  is  inhibited,  the  cardiac progenitors present  in  the 
precardiac  ALPM  are  reduced.    This  suggests  that  less  cardiac  progenitors  are 
available in the primary heart field of the morphant to differentiate into cardiomyoctes 
to  form  the major  structures  of  the  heart.    Previous  lineage  analysis  shows  that  the 
expansion  of  the  heart  field  domain  in  the midline  is  limited  and  regulated  by  the 
notochord  (Goldstein  and  Fishman,  1998).    Zebrafish  tgfb3  transcripts  were  first 





A  disruption  in  the  notochord  structure  during  early  cardiac development would  be 
expected to influence the presence of cardiac progenitors present in the primary heart 
field.    The  second  level  of  control  involves  regulating  the  neural  crest  cells  that 
differentiate into cardiomyocytes.  As described above, zebrafish cardiac neural crest 
cells  differentiate  into  cardiomyocytes  at  around  16­20  somite  stage  (Schilling  and 
Kimmel, 1994).  When tgfb3 is inhibited, the neural crest cells that are present in the 
presumptive neural crest streams are reduced.  This may translated into a reduced pool 
of  neural  crest  cells  available  for  differentiation  into  cardiomyocytes  during  later 
cardiac development. The smaller heart observed  in the morphant  larva  is consistent 
with a decrease in contributing cardiomyocytes. 
Second, tgfb3 may affect the assembly of the cardiac cone.  The displacement 











earliest morphological  sign of LR asymmetry  in  the developing zebrafish embryo  is 
the  rightward  tilt  of  the  extending  heart  tube.   The  extending  heart  tube  fails  to  tilt
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rightwardly  in  the  tgfb3  morphant  larva.  This  defect  could  be  attributed  to  the 
disrupted  integrity of  the morphant notochord.  The integrity of midline  tissues such 
as the  notochord  is  required  for  normal  situs  in  the mouse  (Capdevila  et  al., 2000), 
Xenopus (Danos and Yost, 1996), and fish (Danos and Yost, 1996).  Disturbances in 
the integrity of the notochord are known to be associated with defects in heart jogging 
and  looping.   The  undulated  and  thinner  notochord observed  in  the  tgfb3 morphant 




involved  in  the  development  of  neural  crest­derived  tissues/organs  during  early 
zebrafish  embryogenesis.    When  the  expression  level  of  tgfb3  was  reduced  in  the 
knockdown morphant, we observed defects in the pharyngeal, neurocranial cartilages 
and  their  derivative  bones,  as well  as  in  the  notochord  and  heart.   These  tissues  or 






are  dosage­sensitive  and  tissue  specific.  However,  it  is  not  clear why  increase  or 


















is  required  for  head  skeletogenesis,  proper  assembly  of  gill  chamber,  and  heart 
formation.  So far, the function of tgfβ3 in heart formation is novel and has not been 
reported  in  other  model  organisms.  This  study  has  generated  an  improved 
fundamental  understanding  of  the  role  of TGFβ3  during  vertebrate  development,  in 
particularly,  in  the  earliest  steps  of  cardiac  morphogenesis.    With  these  functional 
inputs,  it  may  aid  us  in  the  understanding  on  how  a  genetic  mutation  during 
embryogenesis can produce an organ malformation.  More  importantly,  this  finding 
further supports a recent report by Beffagna et al., 2005 on the association of human 
TGFβ3  gene with  ARVD1  (arrhythmogenic  right  ventricular  dysplasia  type  1).  In 
Tgfβ3­/­  knockout  mice,  there  were  no  cardiac  phenotypes  reported.    This  could 
possibly due  to  functional  redundancy,  and high  intrauterine mortality  rate.  Hence,
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this  reiterates  the  importance  of  using  multiple  model  organisms  to  study  the 
function(s)  of  a  particular  gene.  Finally,  perturbation  analyses  have  also  clearly 
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0.2 g of KCl (Sigma, USA) 
1.44 g of Na2HPO4 (Sigma, USA) 
Shake the solution until the solutes have dissolved. 
Adjust the pH to 7.4 with HCl. 
Adjust the volume to 1 litre with deionized water. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle. 
19)  0.1% DEPC­treated 1X PBST (Phosphate Buffered Saline Tween 
20) 
To make a litre, add the following solutes to 800 ml deionized water: 
8g of NaCl (Sigma, USA) 
0.2 g of KCl (Sigma, USA) 
1.44 g of Na2HPO4 (Sigma, USA) 
Shake the solution until the solutes have dissolved. 
Adjust the pH to 7.4 with HCl.
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Add 1 ml of Tween 20(Duchefa, Netherlands). 
Adjust the volume to 1 litre with deionized water. 
Add 1 ml of DEPC (Diethyl pyrocarbonate) (Sigma, USA). 
Incubate the solution overnight at 37°C. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle. 
20)  S.O.C. medium 
To make a litre, add the following solutes to 950ml of deionized water: 
20 g of Bacto­tryptone (Sigma, USA) 
5 g of Bacto­yeast extract (Sigma, USA) 
0.5 g of NaCl (Sigma, USA) 
Shake the solution until the solutes have dissolved. 
Add 10 ml of 250 mM solution of KCl. 
Adjust the pH to 7.0 with 5 N NaOH. 
Adjust the volume of the solution to 1 litre with deionized water. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle. 
Cool the autoclaved solution to 60°C. 
Add 20 ml of sterilized 1 M glucose solution. 
Shake the solution to mix. 
21)  20X SSC (Saline Sodium Citrate) 
To make a litre, add the following solutes to 800 ml deionized water: 
175.3 g of NaCl (Sigma, USA) 
88.2 g of Sodium citrate (Sigma, USA) 
Shake the solution until the solutes have dissolved.
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Adjust the pH to 7.0 with a few drops of a 10 N NaOH solution. 
Adjust the volume to 1 litre with deionized water. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle. 
22)  30% Sucrose solution 
To make 50 ml, add the following solute to 50 ml of sterile water: 
15 g of sucrose (Sigma, USA) 
Warm the solution until the solutes have dissolved. 
Sterilize the solution by filtration through a 0.22 mm filter. 
23)  5% Sucrose solution 
To make 50 ml, add the following solute to 50 ml of sterile water: 
2.5 g of sucrose (Sigma, USA) 
Warm the solution until the solutes have dissolved. 
Sterilize the solution by filtration through a 0.22 mm filter. 
24)  5% TCA (Trichloroacetic acid) 
To make a 100 ml, add the following solute to 100 ml of sterile deionized water: 
5 g of TCA (BDH, UK) 
Shake the solution until the solutes have dissolved. 
25)  TE 10/1 (Tris­EDTA) (pH 8.0) 
To make 100 ml, add the following solution and solute to 80 ml deionized water: 
1ml of Tris HCl (pH7.6)
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0.0372g EDTA (BioRad) 
Shake the solution until the solutes have dissolved. 
Adjust the pH to 8.0 with HCl. 
Adjust the volume to 100 ml with deionized water. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle. 
26)  0.1% DEPC­treated 1M TrisHCl (pH 9.5) 
To make a litre, add the following solute to 800 ml deionized water: 
121.1 g of Tris base (J K Baker, USA) 
Shake the solution until the solutes have dissolved. 
Adjust the pH to 9.5 with HCl. 
Adjust the volume to 1 litre with deionized water. 
Add 1 ml of DEPC (Diethyl pyrocarbonate) (Sigma, USA). 
Incubate the solution overnight at 37°C. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle. 
27)  0.1% DEPC­treated 1M TrisHCl (pH 8.2) 
To make a litre, add the following solute to 800 ml deionized water: 
121.1 g of Tris base (J K Baker, USA) 
Shake the solution until the solutes have dissolved. 
Adjust the pH to 8.2 with HCl. 
Adjust the volume to 1 litre with deionized water. 
Add 1 ml of DEPC (Diethyl pyrocarbonate) (Sigma, USA). 
Incubate the solution overnight at 37°C. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle.
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28)  0.1% DEPC­treated water 
To make a litre, add the following solution to 1 litre deionized water: 
1 ml of DEPC (Diethyl pyrocarbonate) (Sigma, USA) 
Incubate the solution overnight at 37°C. 
Sterilize the solution by autoclaving for 20 minutes at 15 lb/sq. in. on liquid cycle.
